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Bewegungen von Partikeln in Zellkernen können durch die Viskosität, aktiven Transport 
oder die Anwesenheit von Hindernissen, wie zum Beispiel dem Chromatinnetzwerk, 
beeinflusst werden. In dieser Arbeit wurde untersucht, ob die Mobilität von kleinen 
Proteinen einer Größe zwischen 27 und 108 kDa von der Chromatindichte beeinflusst 
wird. 
 
Die Diffusion von inerten fluoreszierenden Proteinen wurde in Zellkernen von lebenden 
Zellen mit Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie (FCS) an einem zwei-Farben-
Detektionssystem untersucht. Zunächst werden der Neuaufbau und die Optimierung des 
Messsystems, sowie die Entwicklung einer neuen, patentierten Messkammer für 
mikroskopische Beobachtungen und Messungen (CHAMO) beschrieben. Im Anschluss 
werden Experimente vorgestellt, die FCS-spezifische Artefakte in lebenden Zellen 
untersuchen, sowie Strategien, um diese zu vermeiden. Insbesondere werden Artefakte 
besprochen, die aus der Auswahl der Fluorophore zur Kalibrierung des Fokusvolumens 
sowie aus der Temperatur und der Aufnahmebedingungen bei den Messungen der 
Fluoreszenzfluktuationen resultieren. 
 
Nachdem die optimalen Aufnahmebedingungen definiert wurden, zeigen die Ergebnisse 
der Experimente, dass die Mobilität von eGFP in Zellkernen lebender Zellen signifikant 
variiert, aber nicht mit der Chromatindichte korreliert. 
Die intranukleare diffusive Mobilität hängt stark von der Proteingröße ab: in einer Serie 
von eGFP-Oligomeren, die als inerte Sonde verwendet wurden, nimmt der 
Diffusionskoeffizient vom Monomer zum Tetramer viel stärker ab als für freie Moleküle 
in wässriger Lösung. Dennoch bleibt das gesamte intranukleare Chromatinnetzwerk für 
kleine Proteine bis zu einer Größe von dem eGFP-Tetramer frei erreichbar, ungeachtet 
der Chromatindichte oder der Zelllinie.  
Diffusionsmessungen in freier Lösung deuten auf eine stäbchenförmige Struktur für die 
eGFP-Oligomere. Diese Annahme beruht auf den gemessenen Diffusionskoeffizienten 
und theoretischen Rechnungen für die Diffusion zweier möglicher Geometriemodelle. 
Schließlich werden erstmalig Karten der Diffusion von Proteinen in Nuklei lebender 
Zellen, sowie von gesamten lebenden Zellen vorgestellt. Diese Kartierung unterstützt die 
Ergebnisse der Einzelpunktmessungen: die diffusive Mobilität von kleinen eGFP 









Mobility of particles in cell nuclei can be affected by viscosity, active transport, or the 
presence of obstacles such as the chromatin network. In this work, I investigated whether 
the mobility of small fluorescent proteins in a size range between 27 and 108 kDa is 
affected by the local chromatin density. 
 
Diffusion of inert fluorescent proteins was studied in living cell nuclei using fluorescence 
correlation spectroscopy (FCS) on a two-color confocal scanning detection system. 
Initially rebuilding and optimization of the measurement system were required to achieve 
optimal measuremt conditions. Additionally I developed a new, patented, measurement 
chamber for microscopy observations and measurements (CHAMO). Furthermore, 
experiments were conducted which elucidated FCS-specific artifacts encountered during 
live cell studies, as well as strategies to prevent such artifacts. In particular I addressed 
those artifacts that arise from the choice of the fluorophore used during focal volume 
calibration, as well as temperature and acquisition conditions used for fluorescence 
fluctuation measurements.  
 
I have shown, using the newly optimized conditions, for various human cell lines, that the 
mobility of GFP varies significantly within the cell nucleus, but does not correlate with 
local chromatin density. 
The intranuclear diffusional mobility strongly depends on protein size: In a series of GFP-
oligomers used as free inert fluorescent tracers, the diffusion coefficient decreased from 
the monomer to the tetramer greater than that expected for molecules freely diffusing in 
aqueous solution. interstingly, the entire intranuclear chromatin network is freely 
accessible to small proteins, up to the size of eGFP-tetramers (108 kDa), regardless of the 
chromatin density or cell line. Notably, even the most dense chromatin regions do not 
exclude free eGFP-monomers or multimers.  
A rod shaped structure was proposed for the eGFP oligomers, which is based upon 
measured diffusion coefficients in acqueous solution and theoretical calculations for the 
diffusion of two possible geometrical models. 
This is the first study to show protein diffusion maps in living cell nuclei as well as in 
whole living cells. This mapping supports the results taken from single point 
measurements, where the diffusive mobility of small eGFP proteins show strong 





















1.1. Ziel der Arbeit 
 
Im Genom einer menschlichen Zellen sind mehr als 30000 Gene auf circa 3,2 Milliarden 
Basenpaaren verteilt. Die DNA, der Träger des Erbgutes, ist in Chromatinstrukturen 
organisiert, welche sich in verschiedenen Kompaktierungsstufe befinden und in 46 
Chromosomen organisiert sind. Das Chromatin setzt sich aus Protein-DNA Komplexen 
zusammen, in denen 146 Basenpaare um einem Histonenoktamer gewickelt sind, und füllt 
5 bis 12 % des Zellkernes [1]. Darüber hinaus kann das Chromatin in vivo und in situ mit 
der Hilfe von Fluoreszenzfärbung oder Immunfärbung sichtbar gemacht werden. Die 
Organisation des Zellkerns ist ein wichtiges Element der Regulation der Genexpression 
[2,3]. Diese Organisation ändert sich mit dem Zellzyklus, als Antwort auf externe Reize 
und während der Zelldifferenzierung. Sie wird auch von pathologischen Prozessen, wie 
zum Beispiel Krebs oder degenerativen Erkrankungen beeinflusst. Deswegen sind, neben 
der Genomsequenzierung, topologische und dynamische Studien der funktionellen 
Organisation des Zellkerns notwendig, um die Mechanismen der genetischen Regulierung 
zu verstehen. Trotzdem ist heutzutage der Einfluss der Chromatinorganisation auf 
nukleare Vorgänge, wie zum Beispiel die Diffusion von Molekülen verschiedener Größen, 
immer noch rätselhaft. 
 
Während beim Austausch zwischen den Kompartimenten einer Zelle aktiver Transport 
eine wichtige Rolle spielt, wird intrakompartimente Mobilität, auf der typischen 
Längenskala von Zellen (im Bereich von einigen µm), überwiegend von Brown'scher 
Dynamik beherrscht [4]. Neueste Studien haben gezeigt, dass Proteine eine anomale 
Diffusion – die Zeitabhängigkeit der mittleren quadratischen Bewegungsdistanz ist 
schwächer als die der linearen – sowohl im Zellkern [5], als auch im Zytoplasma [6], 
lebender Zellen aufweisen. Dies impliziert, dass die Bewegung entweder geometrisch oder 
räumlich eingeschränkt ist [7-9]. Die Diffusion im Nukleus lebender Zellen wird von der 
Verteilung und der Dichte von intranuklearen Hindernissen, der transienten Bindung der 
Proteine an diese Hindernisse, der lokalen Viskosität oder durch aktiven Transport 
beeinflusst. Auch wenn die Rolle des Chromatinnetzwerkes in der Diffusion größerer 
Objekte, wie zum Beispiel PML bodies, gezeigt wurde [10], bleibt die Frage für kleine 
Makromoleküle noch offen. Inwiefern beeinflusst das Chromatinnetzwerk die Diffusion 
von kleinen Proteine? 
 
Die Diffusion von kleinen Proteinen im Zellkern ist ein wichtiges Werkzeug, um ihren 
Wirkungsmechanismus und ihre erreichbaren Bereiche im Zellkern zu verstehen, sowie 
für das Verständniss der nuklearen Strukturen. Heutzutage existieren verschiedene 
Techniken, um die Diffusion von (Makro-) Molekülen in lebenden Zellen zu untersuchen. 
Die meisten von ihnen beruhen auf dem Einsatz von Fluoreszenzmarkierung. 
Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie (FCS) ist eine Methode, die besonders für die 
Bestimmung von Mobilitätsparametern, wie das diffusive Verhalten von Molekülen in 
wässrigen Lösungen, geeignet ist. Dies wird erreicht, indem die Fluktuationen der 





Fluoreszenzintensität der Moleküle zeitlich aufgelöst analysiert werden. Diese 
Fluktuationen treten durch die Brown'sche Molekularbewegung der Moleküle in und aus 
einem sub-femtoliter Laserfokus, oder durch Transitionen zwischen fluoreszierendem und 
nicht fluoreszierendem Zustand auf. Das winzige Beobachtungsvolumen ermöglicht die 
Untersuchung von Konzentrationen im nanomolaren Bereich, welche kompatibel auf 
endogenem Expressionslevel von Proteinen sind. Dieser Ansatz wurde erstmals von 
Koppel und seinen Mitarbeitern eingesetzt [11]. Anfang des zweiten Jahrtausends wurde 
FCS immer häufiger für biologische Anwendungen eingesetzt, einschließlich in lebenden 
Proben [1,7,12-16]. Seitdem haben einige Forschungsgruppen rigorose Protokolle für FCS 
Messungen erstellt, um Artefakte zu vermeiden [17,18] und geeignete Bedingungen für 
Messungen in lebenden Proben aufgestellt [12,19]. 
 
In dieser Arbeit werden als erstes Charakerisierungs- und Validationsschritte nach dem 
Neuaufbau des Messsystems, die für quantitative Fluoreszenz Fluktuation Mikroskopie 
(FFM) [9] notwendig sind, vorgestellt. Hier wird FFM als die Kombination von FCS und 
einem konfokalem Laser Scanning Mikroskop (CLSM) definiert. Diese Technik ermöglicht 
die Abbildung der räumlichen Verteilung von fluoreszierenden Molekülen und die 
Untersuchung von deren Mobilität an dem Ort von Interesse durch eine genaue 
Positionierung (innerhalb von wenigen Nanometern) des Detektionsvolumen mit der 
Scannereinheit. 
Die FFM Methode ist besonders geeignet, um räumlich variierende Proteinmobilität, zum 
Beispiel als Funktion der Chromatindichte, mit Hilfe von geeigneten fluoreszierenden 
Sonden zu quantifizieren. Um die Chromatindichte zu messen, wurde das Histon H2A mit 
dem monomeren Roten Fluoreszierenden Protein (mRFP) fusioniert (H2A-mRFP) und in 
verschiedene menschliche Epithelzelllinien transfiziert. Kontrollen mit DNA-
Gegenfärbung zeigten, dass die Verteilung solcher fluoreszierenden Histone vergleichbar 
mit der DNA Verteilung im Zellkern war [20-23]. mRFP wurde wegen seinen Vorteilen 
gegenüber anderen rot fluoreszierenden Proteinen für in vivo Messungen ausgewählt. Es 
faltet sich vollständig bei 37 °C [24], ist monomer, aggregiert nicht und ist nicht 
zytotoxisch. Eine Notwendigkeit für diese Arbeit war das Einsetzen einer doppelten 
Markierung. Ein gutes Pärchen von autofluoreszierenden Proteinen ergibt sich durch die 
Kombination von eGFP [25] mit dem vorherigen ausgewählten mRFP. Da das Ziel dieser 
Arbeit die Charakterisierung der Diffusion von Proteinen verschiedener Größen ist, 
wurden eGFP Mono-, Di-, Tri- und Tetramere als Mobilitätssonden ausgewählt. 
 
Die Kombination von einem gut charakterisierten Aufbau mit einer adäquaten 
Sondenstrategie ermöglicht zum ersten Mal die Kartierung der Zugänglichkeit der 
nuklearen Landschaft für kleine Moleküle bis zu einer Göße von circa 108 kDa, sowie 







1.2. Der Zellkern 
 
Eine Zelle ist die kleinste, strukturell abgrenzbare und eigenständige Einheit eines 
Lebewesens, und dennoch ein hochkomplexer Organismus. In ihr findet man alle 
Eigenschaften des Lebens wie Stoffwechsel, Wachstum, Reizbarkeit, Fortbewegung und 
Zellteilung. Die Klassifizierung aller lebenden Organismen beruht auf der Ab- 
(Prokaryonten) oder Anwesenheit des Zellkerns (Eukaryonten). Dieser ist eine 
hochspezialisierte Organelle, spielt eine zentrale Rolle in der Zelle und füllt circa 10 % 
des Zellvolumens aus. 
 
Der Zellkern (Nukleus) ist das größte Organell der eukaryontischen Zellen und wurde als 
erstes Organell der Zelle entdeckt. Der älteste Nachweis stammt von dem Mikroskopiker 
Antoni van Leeuwenhoek in der ersten Hälfte des 18. Jahrhunderts. Bei seiner 
Untersuchung von roten Blutkörperchen des Lachses beschrieb er ein "Lumen", das sich 
später als Zellkern herausstellte. Die erste Andeutung der Rolle des Zellkernes wurde erst 
1838 von Matthias Schleiden vorgeschlagen, und zwar, dass das Organell eine Rolle bei 
der Bildung der Zelle spielt. Er führte deswegen den Namen "Cytoblast" ein.  
 
Die ersten richtigen Untersuchungen am Zellkern begannen aber erst 1876-1878 mit der 
mikroskopischen Analyse von Spermien und Eizellen von Seeigeln. Oscar Hertwig, ein 
deutscher Zoologe, stellte fest, dass einzig der Zellkern des Seeigelspermiums für die 
Befruchtung der Eiezelle notwendig war. Diese Beobachtung zeigte zweifellos, dass der 











Abbildung 1.1  Aufbau des Zellkerns 
Das Bild zeigt die wichtigsten Komponenten 
des Zellkerns, welche im Text näher erläutert 
werden. Abbildung geändert von [26]. 
 
Der Zellkern besitzt typischerweise einen Durchmesser von ca. 5 bis 16 μm und wird von 
einer Doppelmembran, bestehend aus der inneren und der äußeren Kernmembran, 
umschlossen (siehe Abbildung 1.1). Sie trennt das Zytoplasma von dem Karyoplasma 
(auch Kernplasma oder Nucleoplasma genannt) und ist für den Schutz der genetischen 
Information, dem Chromatin, verantwortlich. 
Die in der Kernmembran lokalisierten Kernporen ermöglichen einen kontrollierten 
Stoffaustausch und –transport mit dem Zytoplasma. Durch diese gelangen regulatorische 






Beispiel die mRNA, werden aus dem Kern zu den Ribosomen im Zytoplasma, wo die 
Proteinsynthese stattfindet, exportiert. 
Weiterhin befinden sich in jedem Zellkern ein oder mehrere Kernkörperchen, die 
Nukleoli, welche für die Ribosomensynthese verantwortlich sind. 
Innerhalb des Zellkerns laufen mehrere wichtige Stoffwechselreaktionen und Vorgänge, 
wie zum Beispiel die Replikation (Duplizierung des in Form von DNA vorliegenden 
genetischen Materials) und die Transkription (Erstellen einer mRNA-Kopie eines 
gegebenen DNA-Abschnitts, der auch für mehrere Gene codiert), ab. Die DNA liegt im 
Karyoplasma als Knäuel vor und bildet den Träger der Erbinformation. Meistens ist die 
DNA auf Kernproteine, sogenannte Histone, aufgewickelt und kann als Chromatin durch 
Färbung lichtmikroskopisch sichtbar gemacht werden. Neben den Histonen kommen 
auch andere Kernproteine, wie z.B. DNA-Polymerasen und RNA-Polymerasen, sowie 
Ribonukleinsäuren im Zellkern vor. 
Bei der Mitose, einer Form der Kernteilung, verschwindet der Zellkern temporär, da die 
Kernmembran für die Zeit des Teilungsvorgangs aufgelöst wird. Aus dem Chromatin 
entstehen kompaktere Strukturen: die kondensierten Chromosomen, die eine Verteilung 
der DNA auf die Tochterzellen ermöglichen. Nach der Teilung wird die Kernmembran in 
den Tochterzellen wieder aufgebaut, und die Chromosomen dekondensieren wieder zum 
Chromatin. Jedes der 46 Chromosomen einer menschlichen Zelle enthält zwischen 48 
und 240 Millionen Basenpaaren, was 1,6 - 8,2 cm entspricht, insgesamt 2 m an DNA, die 
dank der Ordnungsprinzipien der Chromatinstruktur in einen Kern von 5 bis 30 µm 
untergebracht werden können. 
 
1.2.1. Die Kernhülle 
 
Die Kernhülle einer eukaryotischen Zelle besteht aus zwei biologischen Membranen, der 
inneren und äußeren Kernmembran, die eine Doppelmembran bilden. Der Spalt zwischen 
beide Membranen ist 20 bis 50 nm breit und wird perinukleärer Raum genannt. Die 
äußere Kernmembran geht in die Membran des rauen endoplasmatischen Retikulums 
(ER) über und somit sind der perinukleäre Spalt und die ER-Zisterne miteinander 
verbunden. Die innere Kernmembran grenzt an das Kerninnere und enthält spezifische 
Proteine, die als Bindestellen für die dichte Kernlamina (30-100 nm dicke Schicht) 
dienen, welche die Kernmembran versteift.  
 
Ihr Abbau während der Mitose wird durch die Phosphorylierung der Lamine ausgelöst, 
und ihre Neusynthese nach der Zellteilung erfolgt im ER. 
Über zahlreiche Kernporen kommt es zu einem kontrollierten Austausch großer 














Abbildung 1.2  Aufbau der Kernhülle 
Das Bild zeigt die wichtigsten 
Komponenten der Kernhülle. Diese 
sind im Text näher erläutert. 
Abbildung geändert von [26]. 
 
1.2.2. Die Kernporen 
 
Kernporen gehen durch beide Membrane hindurch und bilden an diesen Stellen, an 
denen sich die äußere und innere Kernmembran verbinden, Kanäle. Die Komplexe setzen 
sich aus ungefähr 30 verschiedenen Proteinen in mehrfachen Kopien zusammen, die als 
Nucleoporine bezeichnet werden [27,28]. Sie zeigen eine typische dreiteilige Struktur aus 
einem zentralen Teil in der Kernmembran und zwei peripheren Teilen, je einer im 
Zytoplasma und einer im Nukleoplasma. Der gesamte Kernporenkomplex hat eine 
Gesamtmasse von 125 MDa, sein Außendurchmesser beträgt circa 120 nm und der 
zentrale Hauptkanal hat einen Durchmesser von circa 50 nm [28,29]. Der zentrale Teil, 
der Speichen-Ring, bildet den Kanal, durch den der Transport zwischen Nukleus und 
Zytoplasma stattfindet, und sitzt zwischen dem Zytoplasma- und dem Kernring. An dem 
Zytoplasmaring sind acht flexible Filamente verankert. Ebenfalls acht Filamente befinden 
sich am Kernring, die sich sich zu einem distalen Ring verbinden und eine typische Korb-
Struktur bilden, die aus der inneren Kernmembran in das Nukleoplasma herausragt und 




Abbildung 1.3  Kernporenkomplex 
Die verschiedenen Bestandteile eines Kernrporenkomplexes sind 







Teilchen die kleiner als 30 kDa sind, können die Kernporenkomplexe durch passive 
Diffusion problemlos durchqueren, wobei größere Teilchen nur noch zu einem 
geringfügigen Maß durch den ausgedehnten Durchmesser der Pore gelangen können. 
Moleküle mit einer Molmasse von über 60 kDa können die Poren nicht passieren, was 
verhindert, dass zum Beispiel Ribosomen in den Kern gelangen können. Größere Proteine 
mit einem Durchmesser bis zu circa 39 nm werden durch den Zentralbereich aktiv 
transportiert [31]. Für den aktiven Transport durch die Poren werden außer dem 
Kernlokalisierungssignal (nuclear localisation signal, NLS) mehrere lösliche Kofaktoren 
(Proteine) benötigt, die einen Kargo-Rezeptor-Komplex im Zytoplasma bilden. 
Die Funktion der Kernporen ist zum einen der Import aller im Zytoplasma synthetisierten 
und im Kern benötigten Proteine (zum Beispiel Lamine oder DNA-Polymere), zum 
anderen der Export von allen im Kern synthetisierten RNA-Formen (mRNA, rRNA und 
tRNA). Die Anzahl der Kernporen variiert mit der Größe und der Art der Zelle. So haben 
Hefen ungefähr 200 Kernporen pro Zellkern [33], wachsende menschliche Zellen 
zwischen 2000 und 5000 [34]. 
 
1.2.3. Die Kernlamina 
 
Die Kernlamina ist ein maschenförmiges Netzwerk, das aus untereinander vernetzten 
Proteinen besteht, und auf der Innenseite der Kernhülle eine 30 bis 100 nm dicke 
Proteinschicht bildet. Sie besteht aus zwei Komponenten, den Laminen und Lamin 
assoziierten Membranproteinen. Bei den Laminen handelt es sich um eine besondere Art 




Abbildung 1.4  Struktur und Funktion der Kernlamina 
Die Kernlamina liegt an der Innenseite der inneren Kernmembran (IKM), wo sie eine Rolle bei der 
Stabilität des Zellkernes, der Organisation des Chromatins und der Verankerung der Kernporen-
komplexe (KPK) spielt. ÄKM: Äußere Kernmembran, CAP: Chromatin assoziiertes Protein, ER: 






Die Kernlamina ist für die Formgebung und Stabilisierung der Kernhülle verantwortlich, 
interagiert mit dem Chromatin und verankert die Kernporenkomplexe in der Kernhülle.  
Wenn sich der Kern in der Mitose auflöst, depolymerisieren die Lamine durch 
Phosphorylierung und die Kernmembran zerfällt in kleine Vesikel, während der 
Kernporenkomplex in seine Bestandteile zerfällt. Diese molekulare Zerlegung ist 
notwendig, damit die mitotische Spindel mit den Chromosomen interagieren kann und 
sich an ihren Kinetochoren bindet. 
 
1.2.4. Der Nukleolus 
 
Bei dem Nukleolus, auch Kernkörperchen genannt, handelt es sich um ein basophiles, 
kugelförmiges Gebilde, welches vom Rest des Zellkernes funktionell abgrenzt ist, aber 
über keine eigene Membran verfügt. Er ist scharf begrenzt und bildet einen homogenen 
Raum von 1 bis 2 µm Durchmesser, der RNA und basische Proteine enthält. Drei 
Hauptkomponenten vom Nukleolus können unterschieden werden. Dabei handelt es sich 
um das fibrilläre Zentrum, die dicht fibrilläre Komponente und die granuläre 
Komponente [36], welche den größten Teil des Nukleolus ausmacht. 
 
Meistens sind Nukleoli zentral in dem Zellkern gelegen, sie können aber auch an der 
Kernhülle angelagert sein, befinden sich aber immer in der Nachbarschaft einer 
nukleolusorganisierenden Region (NOR) eines bestimmten Chromosoms. Nukleolus-
organisierende Regionen sind sekundäre Einschnürungen an akrozentrischen 
Chromosomen1, auf denen sich die Gene der 5,8S-, 18S-, und 28S-rRNA, welche 
Bestandteile der Ribosomen sind, befinden. Somit werden in Nukleoli ribosomale RNAs 
(rRNAs) transkribiert und mit den ribosomalen Proteinen, welche durch die Kernporen in 
den Nukleolus importiert werden, zusammengesetzt (Selbstorganisation), um dann ins 
Zytosoplasma geschleust zu werden. Die dicht fibrilläre Komponente enthält vor allem 
neusynthetisierte prä-rRNA und assoziierte Proteine, wobei die granuläre Komponente 
die fast fertiggestellten präribosomalen Partikel beinhaltet. Diese sind für das granuläre 
Erscheinen dieses Teils des Nukleolus verantwortlich. Dem fibrillären Zentrum wird eine 
wichtige Rolle als Proteinspeicher zugeordnet [36]. 
In der Regel sind in diploiden Zellen ein bis drei Nukleoli enthalten, die während der 
Kernteilung verschwinden und in den Kernen der Tochterzellen neu geformt werden. 
 
                                                 
1 Im Gegensatz zu metazentrischen Chromosomen, bei denen das Zentromer in der Mitte des Chromosoms 
liegt, haben akrozentrische Chromosomen ein endständiges Zentromer. Dadurch besitzen diese einen 
kurzen (p-Arm) und einen langen Arm (q-Arm). In menschlichen Zellen gibt es fünf solche Chromosomen: 
die Chromosomen 13, 14, 15, 21 und 22. Ein Chromosom mit terminalem Zentromer wird aber als 
telozentrisch bezeichnet. 





1.3. Organisation des Genoms 
 
Bei eukaryoten Organismen wird die Gesamtheit der genetischen Information in Form 
von Desoxyribonucleinsäure (DNA) gespeichert. In einer menschlichen Zelle liegt das 
Erbgut auf 46 Chromosomen verteilt. Diese bestehen aus stark kondensierten Komplexen 
aus DNA und Proteinen, dem Chromatin. Die Gesamtlänge der gepackten DNA beträgt 
ungefähr 2 m, und füllt 5 bis 12 % des Volumens des Zellkerns [1] aus. Dies entspricht 
einem Tennisball, der mit einem 20 km langen feinen Faden gefüllt ist. Ein solcher Grad 
der Verpackung wird durch eine äußerst kompakte Anordnung der DNA in einem 
komplexen, dichten Netzwerk ermöglicht. 
Das Basiselement dieses Systems ist das Histon, ein Proteinoktamer, das aus je zwei 
Kopien von vier verschiedenen Proteinen, den Histonen H2A, H2B, H3 und H4 besteht. 
Um diesen Kernpartikel (core particle) wird die DNA gewickelt. Dies beschreibt den 
ersten Schritt der DNA-Kompaktierung. 
 
1.3.1. Die Desoxyribonucleinsäure 
 
Die doppelsträngige Struktur der DNA wurde 1953 von James Watson und Francis Crick 
postuliert (siehe Abbildung 1.5) [37]. Nach diesem heute gängigen Modell baut sich die 
DNA aus zwei gegenläufigen, schraubenförmig gewundenen DNA-Einzelsträngen auf, 
wobei jeder Einzelstrang ein 5'- und ein 3'-Ende hat. Dieser Doppelstrang ist sekundär zu 
einer Spirale aufgerollt, der Doppelhelix. Anschaulich ist die Struktur der Doppelhelix mit 




Abbildung 1.5  3D-Modell der DNA-Doppelhelix 
Das Bild zeigt eine DNA-Doppelhelix und basiert auf der 1D66 kristallographischen Struktur des 
GAL4 Proteins-DNA Komplexes aus der RCSB Protein Data Bank [38]. Das Protein wurde mit der 
Freeware Swiss-PdbViewer (DeepView) [39] entfernt, und nur die Doppelhelix beibehalten. Das 
Ergebniss wurde mit der Freeware VMD [40] dargestellt und als 3D-Modell exportiert. Das Endbild 





Die DNA setzt sich aus Zucker- (Desoxyribose-) und Phosphat-Resten, die das Zucker-
Phosphat-Rückgrat bilden, sowie den vier organischen Basen (Adenin (A), Zytosin (C), 
Guanin (G) und Thymin (T)) zusammen. Die Basenpaare werden von den jeweils 
komplementären Basen A-T sowie C-G gebildet, und sind über Wasserstoffbrücken (zwei 
zwischen A und T, drei bei dem Paar C-G) miteinander verbunden. Sie sorgen so dafür, 
dass die beiden Helices auch im schraubenförmigen Zustand verknüpft bleiben und im 
gleichen Abstand nebeneinander liegen. 
 
Jeweils drei solcher Basen bilden ein Basentriplett, das für eine der 21 Aminosäuren, aus 
denen die Proteine aufgebaut sind, kodiert. Somit wird in der DNA die Reihenfolge der 
Aminosäuren in den Proteinen festgelegt. Dieser genetische Kode ist redundant: Fast alle 
Aminosäuren werden von mehreren Tripletts kodiert. 
 
Nackte DNA ohne jeden Chromatinanteil liegt normalerweise in der B-Helix-Form vor. 
Diese DNA-Form weist eine rechtsgewundene Helix mit 10,5 bp pro Windung und einem 
Winkelabstand zwischen den Basenpaaren von 27 bis 42° auf.  
 
In vivo liegt das DNA-Molekül entweder als relativ kurzer, geschlossener Ring (z.B. 
Plasmide) oder gebunden an mehrere Chromatinfaktoren vor, die die natürliche 
Helixwindung verstärken oder abschwächen. 
 
1.3.2. Das Chromatin 
 
Der Name Chromatin stammt vom dem griechischen Wort chroma (Farbe) ab, da sich 
Chromatin mit basischen Kernfarbstoffen anfärben lässt. Das Chromatin und die 
Chromosomen wurden schon vor über einem Jahrhundert beschrieben, aber ihre 
molekulare Struktur erst in der zweiten Hälfte des 20. Jahrhunderts verstanden. Kornberg 
hat 1974 die erste Stufe der Chromatinorganisation vorgeschlagen [41,42]: die in der 
Lichtmikroskopie sichtbaren Chromatinpartikel bestehen aus einem Histonenoktamer mit 
jeweils zwei Kopien der vier Histonenproteine H2A, H2B, H3 und H4, assoziiert mit 
ungefähr 200 Basenpaaren DNA. 
Diese Theorie wurde ungefähr 25 Jahre später durch hochaufgelöste Studien der 
Nukleosomenstruktur (2,8 Å in 1997 [43], und 1,9 Å in 2002 [44]) bestätigt. Das Basis-
element, das sogenannte Nukleosomkernpartikel, setzt sich also aus einem zentralen 
Tetramer (2 x H3-H4-Dimer) und zwei seitlichen H2A-H2B-Dimeren (einer auf jeder 
Seite des Tetramers) zusammen. Die DNA wird auf 146 Basenpaaren 1,75 Mal um den 
Kernpartikel gewickelt, was den ersten Schritt der DNA-Kompaktierung ausmacht. Das 
Nukleosomenkernpartikel zusammen mit der Linker-DNA, dem Verbindungsstück der 
DNA zum nächsten Nukleosomenkernpartikel, bezeichnet man als Nukleosom. 
 
Die Histone sind kleine basische Proteine mit einer molaren Masse zwischen 12 und 
16 kDa, die in fünf Klassen (H1, H2A, H2B, H3, H4 sowie zahlreichen Varianten dieser 





Grundtypen) unterteilt sind, und durch sekundäre Phosphorylierung oder Acetylierung 
der DNA Struktur- und Funktionsänderungen ermöglichen. Es gibt eine hohe evolutive 
Konservierung der Aminosäure-Sequenz, jedoch in absteigender Reihenfolge 
H4>H3>H2A>H2B>H1. Die Histone besitzen einen hohen Anteil an positiv geladenen 










Abbildung 1.6  Nukleosom-
kernpartikel 
Die acht Histonen-Untereinheiten 
sind in der Mitte deutlich zu 
erkennen, sowie die umwickelnde 
DNA-Doppelhelix (blau und gelb 
(Rückgrat)). Histon H2A.1: orange 
und blau-grau, Histon H2B.2: gelb 
und rot, Histon H3: rosa und grau, 
Histon H4: hellblau und grün. Die 
Abbildung basiert auf der 
Röntgenbildstruktur des NCP147 
Nukleosomenkernpartikels mit einer 
Auflösung von 1,9 Å, Referenz 
1KX5 der RCSB Protein Data Bank 
[44]. Die Darstellung wurde mit der 
Freeware VMD [40] erzeugt, als 3D-
Szene exportiert und anschließend 
mit der Freeware Persistence of 
Vision Raytracer (POV-Ray) 
gerendert. 
 
Das Chromatin kommt in Zellkernen in zwei Formen vor: das Euchromatin und das 
Heterochromatin. Das Euchromatin ist die aktive Zustandsform des Chromatins, das 
heisst, die DNA wird entwindet  und lässt sich somit nur schwach anfärben  und kann 
zu Proteinen exprimiert werden. Im Gegensatz zum Euchromatin besteht 
Heterochromatin hauptsächlich aus inaktiver DNA. Sie weist sowohl in der Interphase als 
auch in der Mitose einen gleich starken Kondensationsgrad auf und lässt sich zur 
Darstellung gut anfärben. 
Offenbar setzt sich dieses Heterochromatin bevorzugt aus hochrepetitiven, aber 
keineswegs einheitlichen, DNA-Sequenzen zusammen, und zeigt eine Tendenz zur 
Paarung mit anderen Heterochromatinbereichen. Dies erfolgt aber unabhängig von 
konkreten Sequenzzusammensetzungen. Die repetitiven DNA-Sequenzen stellen nur die 
Basis der Struktur dar und keineswegs die eigentlichen strukturbestimmenden Bausteine. 
Repräsentativ für Heterochromatin ist dagegen eine sehr regelmäßige Aufeinanderfolge 
von Nukleosomen, wie sie nicht im Euchromatin vorkommt. Heterochromatin kann in 





 Das konstitutive Chromatin, das nie exprimiert wird, und das in jeder Zelle zu 
finden ist. Sie bildet wichtige funktionelle Einheiten des Chromosoms, wie 
Zentromer, Telomer und Nukleolus-Organisator, 
 Das fakultative Chromatin, das manchmal exprimiert wird. Diese Form ist nur in 
einigen Teilen der Zellen zu finden und betrifft einzelne Chromosomenabschnitte, 
ganze Chromosomen oder sogar Chromosomensätze. Das bekannteste Beispiel 
dafür ist das Barr-Körperchen. Es ist ein stark kontrahiertes, inaktives X-
Chromosom in allen Zellen von weiblichen Säugern (auch Geschlechts-
Chromatin-Körperchen genannt). 
 
Während der Mitose und der Meiose wird das fadenförmige Material des Chromatins zu 
kompakteren Strukturen, den Chromosomen, organisiert. 
 
1.3.3. Die Organisation der Chromatinstruktur 
 
Wie schon erwähnt, ist das Chromatin in Fäden organisiert, von denen man 3 




Abbildung 1.7  Die verschiedene Stuffen der Chromatinkompaktierung 
Die erste Stuffe der Chromatinkompaktierung ist das Nukleosom. Weitere Schritte 
sind die Perlenkette-Struktur, die 30 nm-Faser, die Chromatinchleife und das 









i. Der Nukleosomenfaden 
 
Diese Form der Chromatinorganisation ist auch unter dem Namen Perlenkette (beads-on-
a-string) bekannt.  
Wie im vorherigen Abschnitt erklärt, sind die Nukleosomen das Grundwiederholungs-
element des Chromatins, welche durch Linker-DNA verbunden sind. Dies führt zu einer 
deutlich kürzeren Anordnung als lose DNA in Lösung.  
Zusätzlich zu den Nukleosomenkernpartikeln kommt das Linker-Histon H1 dazu, welches 
an die DNA bindet und die Linker-DNA an die eng benachbarten Nukleosomen festlegt. 
Das Nukleosom zusammen mit dem Linker-Histon H1 wird Chromatosom genannt. Die 
Nukleosomen, verbunden mit 15 bis 55 Basenpaaren von Linker-DNA, bilden eine Faser 
mit einem Durchmesser von ungefähr 10 nm und können anhand ihrer typischen 
Struktur erkannt werden: sie sehen wie aufgereihte Perlen an DNA-Fäden aus. 
 
Bei der Replikation wird die neue DNA kurz nach der Replikationsgabel zu Nukleosomen 
zusammengebaut. 
 
ii. Die 30 nm-Faser 
 
Der nächste Schritt zur kompaktesten Form der DNA-Moleküle, ist das Aufwickeln der 
Nukleosomen zu einer kondensierten Faser aus gefalteten Nukleosomenfäden mit einem 
Durchmesser von ca. 30 nm [46-48]. Diese Struktur ist unter dem Namen 30 nm Fiber 
bekannt [49]. 
 
Anscheinend spielt das Linker-Histon H1 auch eine wichtige bei der Bildung der 30 nm 
Fiber, indem es dafür sorgt, dass sich die Nukleosomen zu einer regelmäßig aufgebauten 
Kette zusammenziehen. Jedoch ist die genaue Funktion von H1 noch Gegenstand von 
aktuellen Untersuchungen [50]. 
 
Die genau Anordnung der Nukleosomen innerhalb der Chromatinfiber ist nicht bekannt 
und wird kontrovers diskutiert (crossed linker, auch als Zickzack Modell bekannt, gegen 
Solenoid Modell) [47,48,51,52]. Heutzutage wird aber mehr und mehr das Zickzack 
Modell zur Erklärung der Struktur bevorzugt, da, im Gegensatz zu dem Solenoid Modell, 
bei dem Zickzack Modell die Linker-DNA Abschnitte nicht überkreuzt sind und die 
Geometrie somit energetisch günstiger ist. Das frühere, regelmäßigere Solenoid Modell 
konnte bis heute in vivo nicht demonstriert werden. 
Der Grund für diese Chromatinstruktur scheinen die N-terminalen Schwänze der Histone 
zu sein. Die Nukleosomenfäden winden sich, bis schließlich 6-8 Nukleosomen in einer 






iii. Die Chromatin-Schleifen 
 
Die 30 nm-Fasern liegen nicht als Knäuel im Nukleoplasma vor, sondern als Strukturen 
höherer Ordnung kompaktiert, den Schleifen. Spezifische Regionen des Genoms befinden 
sich immer in bestimmten Bereichen. Diese relativ unregelmäßigen Strukturen scheinen 
durch ihre Basis an die Kernhülle gebunden zu sein, während andere Regionen durch 
Proteinenkomplexe miteinander verbunden sind.  
Diese Anordnung des Genoms ist jedoch noch nicht vollständig charakterisiert, abgesehen 
von der Kompaktierung eines von den zwei X-Chromosomen bei Säugetierweibchen in 
das Barr-Körperchen (siehe Abschnitt 1.3.2). Dadurch werden die Gene auf diesem 
Chromosom dauerhaft deaktiviert. 
 
iv. Das Chromosom 
 
Das Chromosom ist die am höchsten kompaktierte Form der DNA. Diese Form tritt nur 
während der Mitose auf, und die Kompaktierung erreicht ihren Höhenpunkt während der 
Metaphase. In diesem kondensierten Zustand sind die Chromosomen im Lichtmikroskop 
ohne zusätzliche Anfärbung sichtbar. 
Welche strukturelle Veränderung das Chromatin zwischen dem Interphasenzustand und 
dem Prophasenchromosom genau unterläuft, ist noch unklar. Beim Übergang von dem 
Prophasenchromosom zu dem noch stärker kondensierten Metaphasenchromosom 




Fluoreszenz wurde bereits vor Tausenden von Jahren beobachtet, aber erst vor kurzem 
wurde dieses Phänomen verstanden, analysiert und wirkungsvoll eingesetzt. Schon um 
1500 Jahre vor Christi Geburt tauchte Fluoreszenz in chinesischen Büchern auf, und 1565 
wurde eine blaue Lumineszenz von dem spanischen Physiker Nicola Monardes (1493 - 
1588) in einem Extrakt aus Lignum nephriticum (Griesholz, ein gelbes, rötliches Holz) 
beschrieben. Als Gründer der Fluoreszenzwissenschaft gilt jedoch für die meisten 
Athanasius Kircher (1602 - 1680). In seinem Buch "Ars Magna Lucis et Umbrae" beschrieb 
er das Ergebniss eines Holzextrakts - das gleiche Holz, das schon Nicola Monardes vor ihm 
verwendete - in Wasser und diskutierte die Anwendung von Leuchtkäfern, um Häuser zu 
beleuchten. Viele weitere Wissenschaftler wendeten sich der Fluoreszenz zu: So beschrieb 
1833 Sir David Brewster (1781 - 1868) die rote Emission von Chlorophyll und 1845 Sir 
John Frederick William Herschel (1792 - 1871) die blaue Fluoreszenz einer Chininlösung. 
Im Jahr 1852 wurde von Sir George Stokes (1819 - 1903) die Fluoreszenz erstmals 
wissenschaftlich korrekt beschrieben, die Leuchterscheinung als Fluoreszenz bezeichnet 






die Wellenlänge der fluoreszierenden Emission größer, und somit die Photonenenergie 
kleiner, als die des Anregungslichtes ist. 
 
1.4.1. Prinzip der Fluoreszenz 
 
Anfang des 20. Jahrhunderts wurde von Jean Perrin und Aleksander Jablonski ein Modell 
zur Erklärung der Fluoreszenz vorgestellt. Absorbiert ein Molekül ein Photon, so wird es 
aus dem Grundzustand in einen angeregten Zustand gehoben. Die Fluoreszenz ist ein 
Weg, um vom angeregten Zustand wieder in den Grundzustand zurück zu gelangen. Das 
von ihnen vorgeschlagene Modell - das Perrin-Jablonski-Diagramm - zeigt die 
verschiedenen Energienniveaus der Elektronen, sowie die Sprünge zwischen diesen 




Abbildung 1.8  Perrin-Jablonski-Diagramm 
Ein Elektron im Grundzustand (S0) wird von einem Photon in einen der 
höheren Singulett-Zustände (Sn) angeregt (blaue Pfeile). Diese zerfallent 
durch einen schnellen internen Übergang (IÜ), ohne Emission von 
Strahlung, in einen energieärmeren angeregten Zustand. Die dabei 
freiwerdende Energie wird in Schwingungen umgewandelt. Von diesem 
Zustand aus, gibt es zwei Möglichkeiten für das Elektron in den 
Grundzustand (S0) zurückzukehren. Der direkte Weg zum Grundzustand, 
begleitet von der Emission eines Photons (grüne Pfeile), hat die größte 
statistische Wahrscheinlichkeit, und wird Fluoreszenz genannt. Die andere 
Möglichkeit ist der Zerfall in den Triplett-Zustand (Tn) in den das Elektron 
ohne Emission von Strahlung gelangen kann (intersystem crossing (ISC)). 
Auch hier kann das Elektron ohne Emission von Strahlung durch schnellen 
internen Übergang (IÜ) in einen energieärmeren Triplett-Zustand gelangen. 
Die Rückkehr in den Grundzustand wird von der Emission längerwelligen 






Abbildung 1.8 zeigt solch ein typisches Perrin-Jablonski-Diagramm. Ein Elektron im 
Grundzustand S0 wird von einem Photon in einen angeregten Zustand Sn gehoben 
(Abbildung 1.8, blaue Pfeile, Etappe 1). Von dem angeregten Zustand S2 ausgehend kann 
ein Übergang zu S1 erfolgen, ohne, dass ein Photon emittiert wird, dies erfolgt durch 
einen sogenannten, strahlungslosen, internen Übergang (IÜ) (Abbildung 1.8, Etappe 2). 
Bei der Rückkehr aus diesem Zustand in den Grundzustand S0 kann ein Photon emittiert 
werden, welches eine geringere Energie, und somit eine längere Wellenlänge, als das 
Anregungsphoton besitzt (Stokes'sche Regel) (grüne Pfeile). In diesem Fall entsteht die 
Photonen-Emission zwischen Zuständen mit gleichem Spin (zum Beispiel von S1 nach S0) 
und das emittierte Licht wird als Fluoreszenz bezeichnet (Abbildung 1.8, Etappe 3). Eine 
andere Möglichkeit ist, dass das Elektron zunächst strahlungslos in einen Triplett-Zustand 
übergeht - intersystem crossing (ISC) - , aus dem es dann nach S0 zerfällt. In diesem Fall 
entsteht die Photon-Emission zwischen Zuständen verschiedener Spinzustände (zum 
Beispiel von T1 nach S0), das emittierte Licht wird als Phosphoreszenz bezeichnet 
(Abbildung 1.8, rote Pfeile, Etappe 3'). Dieses emittierte Licht besitzt eine längere 
Wellenlänge und der Triplett-Zustand eine längere Lebenszeit als bei Fluoreszenz. Der 
Vorgang der Fluoreszenz tritt mit der größten statistischen Wahrscheinlichkeit ein. 
 
1.4.2. Endogene Fluorophore 
 
In den meisten lebenden Zellen liegen zahlreiche fluoreszierende Moleküle auf natürliche 
Weise vor. Die von diesen endogenen Fluorophoren emittierte Fluoreszenz wird 
Autofluoreszenz genannt, um sie von der, von exogenen Markern resultierenden 
Fluoreszenz, zu unterscheiden. Die am häufigst vertretenen endogenen Fluorophore sind 
[53,54]: 
- pyridinische Koenzyme, wie zum Beispiel das Nicotinsäureamid-Adenin-
Dinukleotid-Phosphat (NADP), welches eine Fluoreszenz in einem Bereich 
zwischen 440 nm und 460 nm aufweist [55], 
- Flavine, eine weitere Koenzym-Familie, deren Emmisionsmaxima in einem 
Bereich zwischen 530 nm und 560 nm [53] liegen und sich ebenfalls in den Zellen 
befinden, 
- Kollagen und Elastin, Strukturproteine des Bindegewebes, welche Fluoreszenz im 
Bereich zwischen 370 nm und 410 nm emittieren [56] und in der extrazellulären 
Matrix vorzufinden sind, 
- Lipofuszin, ein Pigment, welches mit zunehmendem Alter im Zytoplasma von 
Zellen in den sekundären Lysosomen (residual bodies) und Vakuolen akkumuliert, 
und Fluoreszenz im Bereich zwischen 430 nm und 460 nm sowie bei 540 nm 
emittiert [54]. 
 
Solche Moleküle ermöglichen einerseits eine direkte Beobachtung der Zellen, ohne 
biologische Veränderung, können sich aber auf der anderen Seite als problematisch im 






Grund soll die Autofluoreszenz der verwendeten Zellen charakterisiert werden, da eine 
zu hohes Ausmaß an Autofluoreszenz die Messungen von exogener Fluoreszenz 
verfälschen kann. 
1.4.3. Exogene Fluorophore 
 
Die Autofluoreszenz der Zellen ermöglicht Untersuchungen von nur einer geringen 
Anzahl an verschiedenen Proteinen, oft in begrenzten Bereichen innerhalb der Zellen. 
Durch das Einsetzen von exogenen Fluorophoren als Marker wird eine breitere Auswahl 
an biologischen Vorgängen auf molekularer Ebene sichtbar gemacht. Verschiedene 
Techniken können eingesetzt werden, um eine solche Markierung zu erreichen. Zum 
Beispiel sind DAPI und Hoechst 33342, wenn sie in das Zellkulturmedium gegeben 
werden, in der Lage die intakte Membran von Zellen zu durchdringen und sich an A-T-
Sequenzen der DNA zu binden. Die Mikroinjektion von Fluorophoren ist eine weitere 
Möglichkeit gezielte Zellen-Bereiche oder Proteine zu markieren. Dabei können 
entweder freie Fluorophore, oder an Fluorophore gekoppelte Antikörper, direkt in die 
Zelle injiziert werden. Es können auch Antikörper-Paare verwendet werden, bei denen 
nur der sekundäre Antikörper, welcher an den ersten Antikörper bindet, Fluoreszenz-
markiert ist, um eine höhere Helligkeit zu erreichen. Dadurch wird eine sehr spezifische 
Markierung ermöglicht. Solche Techniken sind aber in den meisten Fällen invasiv und 
von daher oft ungeeignet für in vivo Untersuchungen. 
Heute existiert aber eine ganze Reihe von autofluoreszierenden Proteinen, die es 
ermöglicht haben, Proteine gezielt genetisch zu markieren und in vivo zu untersuchen. 
Auch Interaktionen zwischen verschiedenen Proteinen können untersucht werden, 
indem diese mit fluoreszierenden Proteinen unterschiedlicher Farben markiert werden. 
Dafür wird die DNA-Sequenz der autofluoreszierenden Proteine an die der ausgewählten 
Proteine geknüpft, und das resultierende Plasmid durch Transfektion in die Zellen 
eingebracht. Die Zelle exprimiert dann das, an das autofluoreszierende Protein gebundene 
Protein, wodurch eine sehr spezifische und nicht-invasive Markierung erreicht wird. 
 
1.4.4. Auswahl der Fluorophore 
 
Ein Fluorophor muss für den erfolgreichen Einsatz bei in vivo Experimenten einige 
Anforderungen erfüllen: 
 
● Er muss in dem biologischen System wirksam exprimiert werden, ohne 
zytotoxische Nebeneffekte, und die Helligkeit muss hoch genug sein, um die 
Autofluoreszenz zu überdecken und eine zuverlässige Detektion zu 
gewährleisten. Das ausgewählte Molekül muss eine ausreichende Photostabilität 






● Der Fluorophor soll unempfindlich gegen umgebungsbedingte Effekte, welche 
die Ergebnisse verfälschen könnten, sein. Wenn ein fluoreszierendes Protein als 
Fluorophor eingesetzt wird, und mit dem "protein of interest" fusionniert wird, 
soll das fluoreszierende Protein keine Oligomere bilden. Wird ein 
fluoreszierendes Protein als Diffusionsmarker in dem biologischen System 
eingesetzt, so soll dieses keine Bindung mit anderen Proteinen oder 
Bestandteilen des Systems eingehen. 
 
● Im Falle von Experimenten mit mehreren farblichen Markern, soll der Satz an 
verwendeten Fluorophoren ein minimales Übersprechen zwischen ihren 
Anregungs- und Emissionswellenlängen aufweisen. Auch das spektrale 
Überlappen der Emissionswellenlänge soll minimiert werden, um Probleme bei 
der Detektion und Trennung der einzelnen Kanälen zu vermeiden. 
 
i. Helligkeit und Nebeneffekte 
 
Wie im Abschnitt 1.4.1 erklärt, entsteht Fluoreszenz nach der Absorption einer oder 
mehrerer Photonen, gefolgt von der Emission eines Photons mit niedrigerer Energie. Eine 
wichtige Eigenschaft eines Fluorophors ist also seine Fähigkeit Photonen zu absorbieren. 
Diese wird durch den Extinktionskoeffizienten (auch molarer Absorptionskoeffizient 
genannt) ε (M-1∙cm-1) definiert, welcher die absorbierte Lichtmenge mit der Konzentration 
der Fluorophore, bei einer bestimmten Wellenlänge, verbindet. Hat der Fluorophor die 
Energie eines Photons absorbiert und befindet sich im angeregten Zustand, gibt es 
mehrere Wege für den Fluorophor, um in den Grundzustand zurückzukehren: Zum 
Beispiel durch photochemische Transformation, Konformationsänderung, Photonen-
emission, oder durch nichtstrahlenden Energietransfer. Fluoreszenz ist also nur einer von 
vielen Wegen, um in den nicht angeregten Zustand zurückzukehren. Die 
Quantenausbeute Φ definiert das Verhältnis des Fluoreszenzweges zu den anderen 
Wegen, und ist als das Verhältnis der emittierten Photonen zu den absorbierten Photonen 
definiert.  
Bei den photochemischen Transformationen führt die Reaktion mit Sauerstoff zur Bildung 
von freien Radikalen, wodurch das Fluorophor seine Fähigkeit Photonen zu emittieren 
verliert. Dieses Phänomen wird Photobleaching genannt, und führt dazu, dass mit 
zunehmender Anregungszeit eine steigende Anzahl an Fluorophoren gebleicht werden 
und dadurch nicht mehr beobachtet werden können. 
 
Ein idealer Fluorophor wird also dadurch definiert, dass er eine hohe Quantenausbeute, 
gepaart mit einer hohen Photostabilität, besitzt. 
 
Es stehen drei große Familien zur Auswahl: organische Fluorophore, Quantum Dots (oder 






Organische Fluorophore sind im Vergleich zu Proteinen sehr klein und besitzen eine 
molare Masse von 300 bis 2000 Da. Bekannte Vertreter dieser Familie sind unter anderem 
Fluorescein, Texas-Red, Rhodamin, die Cy Dyes und die Alexa Fluor Familie.  
Bei den Qdots handelt es sich um Nanokristalle aus einigen hundert bis tausenden 
Halbleiter-Atomen, mit einer Größe zwischen 10 und 20 nm. Sie bestehen aus drei Lagen, 
dem Kern, welcher meist ein Vertreter der II-VI-Verbindungshalbleiter ist (zum Beispiel 
Cadiumselenid CdSe oder Cadiumtellurid CdTe), einer halbleitenden Schicht, um die 
optischen Eigenschaften des Kernes zu verbessern, wie zum Beispiel Zinksulfid (II-VI-
Verbindungshalbleiter), und im Anschluss einer Polymerschicht für die Biokompatibilität, 
welche auch das Anbringen von Biomolekülen auf der Oberfläche der Qdots ermöglicht. 
Die Größe des Qdots bestimmt die Wellenlänge der Emission, was bedeutet, dass man mit 
einer einzigen Lichtquelle mehrere Emissionsfarben erzeugen kann. Weiterhin besitzen 
sie eine hohe Quantenausbeute, sowie eine lange Lebenszeit und hohe Photostabilität. 
Bei den fluoreszierenden Proteinen handelt es sich um sogenannte autofluoreszierende 
Proteine, die von manchen Organismen, wie zum Beispiel einige Quallen und Korallen, 
produziert werden. Durch genetische Veränderungen ist eine große Anzahl an farblichen 
Varianten mit unterschiedlichen Absorptions- und Emissionsspektren, die von tiefblau 
(EBFP [57]) bis tiefrot (mPlum [58]) reichen, erhältich. Ihre Größen liegen in einem 
Bereich zwischen 26 kDa für die Monomere bis zu mehreren hundert kDa für die 
oligomerischen Formen.  
 
Bei in vivo Beobachtungen und Messungen stellt das Einbringen der Fluorophore in die 
Zellen das erste Problem dar. Werden kleine organische Fluorophore, wie Alexa Fluor 
oder Fluorescein, eingesetzt, können diese auf natürliche Weise in die Zelle hinein-
diffundieren. Wird das Kulturmedium gegen eines ohne Fluorophore ausgetauscht, um 
Messungen und Beobachtungen zu ermöglichen, so diffundieren die Fluorophore aus der 
Zelle heraus (Diffusionsgleichgewicht). Eine Möglichkeit, Messungen mit organischen 
Fluorophoren in Zellen durchzuführen, besteht darin, eine hohe Konzentration an 
Fluorophoren durch Mikroinjektion in die Zelle oder den Zellkern einzubringen und die 
Messungen innerhalb eines geringen Zeitraumes durchzuführen. Diese Möglichkeit ist 
aber nicht sinnvoll, wenn Beobachtungen oder Messungen unter normalen Bedingungen 
durchgeführt werden sollen, da die Folgen des erhöhten Innendruckes und die 
Verschiebung des chemischen Gleichgewichtes in der Zelle oder dem Zellkern bis hin 
zum Zelltod reichen können.  
Qdots dagegen können wegen ihrer Größe die Zellmembrane nicht selbständig 
durchdringen. Daher reichen schon kleine Konzentration an Qdots, um Fluoreszenz-
Messungen durchzuführen. Bedingt durch die Größe der Kernporen ist Mikroinjektion 
die einzige Möglichkeit, Qdots in Zellkerne einzubringen. Welche Auswirkung 
Mikroinjektion auf die nuklearen Strukturen, wie zum Beispiel die Chromatin-
organisation, hat, ist unbekannt. Aus diesem Grund wurde die Verwendung von Qdots für 
diese Arbeit nicht in Betracht bezogen.  
Dahingegen werden fluoreszierende Proteine direkt von der Zelle exprimiert, nachdem 





eingeschleußt wurde. Einige fluoreszierende Proteine können aber zytotoxische 
Nebeneffekte aufweisen, die bei der Auswahl berücksichtigt werden müssen. Andere 
Proteine zeigen ein schnelles Photobleichen oder auch eine langsame Reifung des 
Chromophors, die bis zu 48 Stunden andauern kann, oder sie weisen keine vollständige 
Faltung bei 37 °C auf. Für in vivo Studien ist die Helligkeit der meisten heutzutage 




Die im vorherigen Abschnitt besprochenen Eigenschaften der Fluorophore abhängig von 
der Umgebung des Fluorophors und der Temperatur, bei der die Experimente 
durchgeführt werden.  
 
Soll die Intensität der Fluoreszenz in den Experimenten interpretiert werden, so ist es 
entscheidend, dass das Protein nicht unter dem Einfluss umgebungsbedingter Faktoren 
steht. So sind einige Fluorophore äußerst pH-empfindlich, wobei die meisten aber eine 
ausreichende Säureresistenz besitzen, um zuverlässig unter normalen Zellbedingungen zu 
funktionieren. Ionen, besonders Chlorid und Natrium, können sich bei einigen 
Fluorophoren, zum Beispiel früheren YFP-Varianten, als problematisch erweisen [59,60]. 
 
Da in vivo Experimente in menschlichen Zelllinien bei 37 °C stattfinden sollten, ist es 
wichtig, dass die verwendeten Fluorophore bei dieser Temperatur stabil sind und eine 
vollständige Faltung aufweisen. Viele der erhältlichen fluoreszierenden Proteine sind für 
die Expression in Säugetierzelllinien optimiert und zeigen daher eine vollständige Faltung 
bei 37 °C. Allerdings gibt es Ausnahmen, die eine niedrigere optimale Faltungstemperatur 
besitzen, wie zum Beispiel eqFP611, DsRed-Monomer oder CyPet2 [61]. 
 
Auch die Konzentration der Fluorophore selbst kann einen Einfluss auf deren 
Eigenschaften haben. So dimerisiert zum Beispiel das GFP bei hohen Konzentrationen, 
was sich wiederum auf seine Diffusionseigenschaften auswirkt.  
 
iii. Mehrfarbige Markierung 
 
Einer der großen Vorteile der Entwicklung einerr breiten Vielfalt an fluoreszierenden 
monomerischen Proteinen ist die Möglichkeit der mehrfarbigen Markierung in der 
gleichen Zelle. Doch das Übersprechen (crosstalk) stellt ein weiteres Problem bei der 
Auswahl der Fluorophore dar. Dieses Übersprechen kommt durch partielle spektrale 
Überlappung der Fluorophore zustande. Dabei erzeugt die, von einem Fluorophor 
emittierte, Fluoreszenz ein Signal in dem Detektionskanal eines anderen verwendeten 






verfälschen. Ein gelber Fluorophor kann zum Beispiel ein Signal im roten Detektionskanal 
erzeugen.  
 
Um dieses Übersprechen der Kanäle zu vermeiden, sollten die Fluorophore so ausgewählt 
werden, dass ihre Emissionsspektren möglichst wenig überlappen. Für zweifarbige 
Markierungen ergeben zum Beispiel Grün und Rot ein optimales Paar, da diese spektral 
gut voneinander zu trennen sind. Außerdem sollte die Intensität der Fluoreszenz der 
eingesetzten Fluorophore in einem ähnlichen Bereich liegen. Auch die in den 
Detektionswegen verwendeten Filter sollten sorgfältig ausgewählt werden, um die Kanäle 
sauber zu trennen. Dadurch wird gleichzeitige drei- und sogar vierfarbige Markierung, 
mit sauberer spektraler Trennung, möglich. 
 
1.4.5. Green Fluorescent Protein und Derivate 
 
Das Green Fluorescent Protein (oder Grün Fluoreszierendes Protein), kurz GFP, wurde in 
den sechziger Jahren bei der Aufreinigung des Photoproteins Aequorin aus der 
biolumineszenten nordpazifischen Qualle Aequorea victoria von Osamu Shimomura 
entdeckt und untersucht. Erst über 30 Jahren später wurde die genetische Sequenz des 
Proteins und seine besondere Struktur entschlüsselt [62], heute gehört GFP zu den am 
besten charakterisierten Proteinen. Aus dem Ursprungsprotein Wildtyp-GFP (wtGFP) 
wurden durch gezielte Mutationen in der DNA-Sequenz eine Vielzahl an farblichen und 
optimierten Varianten abgeleitet, insbesondere durch die Gruppe von Roger Tsien [61]. So 
wurden zum Beispiel die spektral unterschiedlichen YFP (Yellow Fluorescent Protein) 
und CFP (Cyan Fluorescent Protein) entwickelt, oder das eGFP (enhanced Green 
Fluorescent Protein), bei dem vor allem zwei von mehreren Punktmutationen in der 
Sequenz des wtGFP (Serin auf Position 65 ist durch Threonin ersetzt, und Phenylalanin 
auf Position 64 durch Leucin) eine höhere Stabilität bei 37 °C, sowie eine stärkere 
molekulare Helligkeit und eine kürzere Reifezeit ermöglichen.  
 
Das wtGFP, wie auch das eGFP, sind monomerische Proteine und bestehen aus 238 
Aminosäuren, mit einer molaren Masse von 26,9 kDa. Das Protein besitzt eine 
zylindrische Struktur von ungefähr 3 nm Durchmesser und 4 nm Höhe, gebildet aus 11 β-
Strängen (siehe Abbildung 1.9, grüne Pfeilstrukturen), die eine Fass-ähnliche Struktur 
bilden, zwei außenstehende und eine innenstehende α-Helix, sowie das im Zentrum des 
Zylinders liegende Chromophor (siehe Abbildung 1.9, gelb leuchtende Kugelstrukturen), 
welches sich aus den drei Aminosäuren der Positionen 65 bis 67 bildet. Bei wtGFP 
handelt es sich um die Sequenz Serin – Tyrosin – Glycin und bei eGFP um Threonin – 













Abbildung 1.9  3D-Ansicht eines GFP-Moleküls 
Das Bild zeigt ein GFP-Monomer mit den 11 β-
Strängen (grüne Pfeilstrukturen), die eine Art Fass 
bilden, die 3 α-Helices und das Chromophor in der 
Mitte des Zylinders (gelb leuchtende Kugel-
strukturen). Die Abbildung basiert auf der 1GFL 
kristallographischen Struktur des GFP [63] aus der 
RCSB Protein Data Bank. Die zweite Kette (B) 
wurde mit der Freeware Swiss-PdbViewer 
(DeepView) [39] entfernt und das Ergebniss mit der 
Freeware VMD [40] dargestellt und als 3D-Modell 
exportiert. Das Endbild wurde anschließend mit 
einer Demoversion des Programms 3ds Max
®
 2009 
(Autodesk, San Rafael, USA, Demoversion) 
gerendert. 
Im Anregungsspektrum besitzt das eGFP-Protein zwei Absorptionsmaxima, das erste bei 
300 nm, das zweite bei 488 nm (siehe Abbildung 1.10, blaue Kurve). Bei einer Anregung 









Abbildung 1.10  Normalisierte eGFP-Absportions- 
und Emissionsspektren 
Die Absorptionskurve (blau) zeigt ein Maximum bei 
489 nm, die Emissionskurve (grün) bei 511 nm. Die 
Daten zur Erstellung der Kurven wurden der 
PubSpectra Webseite entnommen [64,65]. 
 
Die GFP-Derivate umfassen ein breites farbliches Spektrum, von tiefblau (Blue 
Fluorescent Protein (BFP)) bis hin zu gelb (Yellow Fluorescent Protein (YFP)). Ihr 
Absorptionsmaximum deckt einen Bereich zwischen UV- (T-Sapphire, 399 nm) und 
grünem Licht (zum Beispiel Citrine, 515 nm) ab, wobei die emittierte Fluoreszenz, je nach 
Derivat, von mittelblau (eCFP, 475 nm) bis grün-gelb (zum Beispiel Citrine, 530 nm) 
reicht. Abbildung 1.11 zeigt die normalisierten Absorptions- und Emissionsspektren 
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Abbildung 1.11  Spektren einiger GFP-Derivate 
(A): Normalisierte Absorption und respektive Absorptionsmaxima von T-sapphire 
(hellgrüne Kurve, 399 nm), eCFP (blaue Kurve, 435 nm), Emerald (dunkelgrüne Kurve, 
491 nm), eYFP (grün-gelbe Kurve, 514 nm) und Citrine (gelbe Kurve, 515 nm). (B): 
Normalisierte Emission und respektive Emissionssmaxima von eCFP (blaue Kurve, 
475 nm), Emerald (dunkelgrüne Kurve, 511 nm), T-sapphire (hellgrüne Kurve, 511 nm), 
eYFP (grün-gelbe Kurve, 527 nm), und Citrine (gelbe Kurve, 530 nm). Die Daten zur 
Erstellung der Kurven wurden der PubSpectra Webseite entnommen [64,65]. 
 
1.4.6. Red Fluorescent Protein und Derivate 
 
Das Red Fluorescent Protein (Rot Fluoresziendes Protein), kurz RFP, ist auch unter den 
Namen DsFP583 und DsRed bekannt. Das rot fluoreszierende Protein, welches aus der 
nicht-biolumineszierenden Koralle Discocoma sp. stammt [66], besteht aus 225 
Aminosäuren mit einer molaren Masse von 25,9 kDa. Wie schon bei dem GFP, besteht 
auch hier das Chromophor aus drei Aminosäuren, Glutamin – Tyrosin – Glycin, die auf 
den Positionen 65 bis 67 liegen. Das Protein hat sein Emissionsmaximum bei 583 nm und 
sein Absorptionsmaximum bei 559 nm, mit einer bemerkenswerten zweiten 
Absorptionsbande im UV-Bereich bei 278 nm, die über 80 % des Absorptionsmaximums 
bei 559 nm erreicht. Abbildung 1.12 zeigt ein 3D-Modell des DsRed-Proteins. 
 
DsRed tendiert zur Tetramer-Bildung, was einen großen Nachteil darstellt, da die 
entstehenden Aggregate oft zytotoxisch sind. Aus diesem Grund wurden Varianten 
entwickelt, wie zum Beispiel DsRed-Monomer, mCherry, mStrawberry, mOrange, mPlum 
oder auch das mRFP1 (siehe Abbildung 1.14). Letzteres wurde 2002 als erstes "echtes" 
monomeres rot-fluoreszierendes Protein (von daher der Name mRFP1) durch die Gruppe 
von R. Tsien kloniert. Es entstand bei der Entwicklung von Tandem-Dimeren aus DsRed, 














Abbildung 1.12  3D-Ansicht eines DsRed-Moleküls 
Das Bild zeigt ein DsRed-Monomer mit den 11 β-
Strängen (rote Pfeilstrukturen), die eine Art Fass 
bilden, die α-Helices und das Chromophor in der 
Mitte des Zylinders (gelb leuchtende Kugel-
strukturen). Die Abbildung basiert auf der 1G7K 
kristallographischen Struktur des DsRed Proteins 
[63] aus der RCSB Protein Data Bank. Die zweite, 
dritte und vierte Ketten (B, C, D) wurde mit der 
Freeware Swiss-PdbViewer (DeepView) [39] 
entfernt und das Ergebnis mit der Freeware VMD 
[40] dargestellt und als 3D-Modell exportiert. Das 
Endbild wurde anschließend mit einer Demoversion 
des Programms 3ds Max
®
 2009 (Autodesk, San 
Rafael, USA, Demoversion ) gerendert. 
 
Im Vergleich zu DsRed hat mRFP1 ein ins Rot verschobene Spektrum, mit einem 
Absorptionsmaximum bei 585 nm (26 nm Unterschied zu DsRed) und einem Emissions-








Abbildung 1.13  Normalisierte mRFP1-Absorptions- 
und -Emissionsspektren 
Die Absorptionskurve (gelb-orange) zeigt ein 
Maximum bei 585 nm, die Emissionskurve (rot) bei 
607 nm. Die Werte wurden der PubSpectra Webseite 
entnommen [64,65]. 
 
mRFP1 hat sowohl eine um 25 % niedrigere Quantenausbeute, als auch einen um über 
20 % niedrigeren Extinktionskoeffizienten als DsRed. Zudem wird es 10 mal schneller als 
DsRed photolysiert, was jedoch in der gleichen Größenordnung wie GFP liegt. Durch die 
sehr schnelle Reifung seines Chromophors, innerhalb weniger als einer Stunde (48 
Stunden bei DsRed), erreicht es aber in vivo eine mit DsRed vergleichbare Helligkeit, 
jedoch ohne Zytotoxizität. Aus diesen Gründen werden heutzutage mRFP1 und andere 
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Abbildung 1.14  Spektren einiger DsRed-Derivate 
(A): Normalisierte Absorption und respektive Absorptionsmaxima von mOrange 
(hellorangene Kurve, 545 nm), DsRed (orangene Kurve, 559 nm), mStrawberry (rote 
Kurve, 574 nm), mRFP1P (rot-rosa Kurve, 585 nm), mCherry (rosa Kurve, 587 nm) und 
mPlum (purpurrote Kurve, 589 nm). (B): Normalisierte Emission und respektive 
Emissionsmaxima von mOrange (hellorange Kurve, 562 nm), DsRed (orange Kurve, 
583 nm), mStrawberry (rote Kurve, 596 nm), mRFP1P (rot-rosa Kurve,607 nm), mCherry 
(rosa Kurve, 610 nm), und mPlum (purpurrote Kurve, 649 nm). Die Daten zur Erstellung 




In seinem Grundprinzip besteht ein Mikroskop aus zwei Linsen, dem Objektiv, auf der 
Seite des zu betrachtenden Gegenstandes, und dem Okular auf der Augenseite (siehe 
Abbildung 1.15). Diese beiden Linsen ermöglichen eine starke Vergrößerung und somit 




Abbildung 1.15  Grundprinzip des Strahlengangs im Mikroskop 
Das Objektiv entwirft ein reelles Zwischenbild des Objektes in der Brennebene des 
Okulares, welches als Lupe für das Zwischenbild wirkt. Ins Auge gelangen daher 
parallele Strahlenbündel von jedem Punkt des Objektes. Das Auge sieht das Bild im 






Das Objektiv erzeugt in der Brennebene des Okulars ein spiegelverkehrtes und 
vergrößertes Zwischenbild des Gegenstandes, welches durch das Okular beobachtet wird. 
Das Okular wirkt als Lupe für das Zwischenbild und erzeugt ein virtuelles Bild im 
Unendlichen, so dass parallele Strahlenbündel von jedem Punkt des Gegenstandes ins 
Auge gelangen. Da das Auge das Bild im Unendlichen sieht, muss es nicht akkomodieren, 
was ein Betrachten des Bildes mit entspanntem Auge ermöglicht. Die 
Normalvergrößerung des Mikroskops ergibt sich als Produkt aus dem Abbildungsmaßstab 
des Objektivs und der Vergrößerung des Okulars: 
 




Das Fluoreszenzmikroskop (siehe Abbildung 1.16) entspricht in seinem Grundaufbau 
einem Auflichtmikroskop, besitzt aber zwei Lichtquellen, eine gewöhnliche Lampe 
(meistens eine Halogenlampe) für Durchlichtmikroskopie und eine Quecksilber-
dampflampe für die Fluoreszenz, welche Licht über das gesamte sichtbare Spektrum, 
sowie im ultravioletten Bereich, emittiert. Die Probe wird durch das Objektiv beleuchtet, 
welches auch das emittierte Fluoreszenzlicht sammelt. Anregungsfilter ermöglichen die 
Auswahl der notwendigen Wellenlängen für die Anregung der Fluorophore. 
Strahlenteiler trennen das Fluoreszenzlicht vom Anregungslicht und leiten es in das 





Abbildung 1.16  Prinzip des Epifluoreszenz-
mikroskopes 
Das Licht für Durchlichtmikroskopie geht wie 
bei gewöhnlicher Mikroskopie durch die Probe 
durch, wird vom Objektiv gesammelt und 
durch das Okular zum Detektor geführt. Für 
die Fluoreszenzmikroskopie ermöglicht ein 
Filter die Auswahl der Anregungswellenlänge. 
Das einfarbige Anregungslicht wird von einem 
Strahlteiler durch das Objektiv auf die Probe 
geleitet, welche zu fluoreszieren beginnt. Das 
emittierte längerwellige Fluoreszenzlicht wird 
durch das Objektiv gesammelt, und passiert 
den Strahlteiler, welcher das Anregungslicht 
umlenkt, und wird durch einen Sperrfilter, 
welcher die Auswahl der detektierten 
Fluoreszenzwellenlänge ermöglicht, durch 
das Okular des Mikroskops, auf einen 
Detektor geleitet. Der Detektor kann sowohl 
das menschliche Auge, als auch eine Kamera  






In der Epifluoreszenzmikroskopie wird die Probe im Ganzen beleuchtet, und eignet sich 
von daher für die Studien schneller Phänomene oder über größere Bereiche. Als Nachteil 
wirkt sich die schnelle Bleichung der Fluorophore, sowie die Freisetzung von freien 
Radikalen, welche die Zellen schädigen, aus. 
 
Das Auflösungsvermögen eines Mikroskopes ist einer der wichtigsten Eigenschaften und 
erlaubt es, den minimalen Abstand zwischen zwei Objekten, die noch gettennt werden 
können, zu bestimmen. Die Auflösung ist abhängig von der Vergrößerung des Systems, 
wird aber vom Brechungsindex der Probe, der Wellenlänge des Lichtes und vor allem 
durch die Beugung an den Objektivlinsen begrenzt. Das Bild eines Punktteilchens wird 
Punktverbreiterungsfunktion (point spread function (PSF)) genannt und spielt eine 
bedeutende Rolle in der Theorie der Bilderzeugung bei der Fluoreszenzmikroskopie. Die 
PSF beschreibt das Ansprechverhalten eines Abbildungssystems auf eine punktförmige 
Lichtquelle. Der Grad der Spreizung (Unschärfe) dieses punktförmigen Objektes in dem 
Bild ist ein Maß für die Qualität eines optischen Systems. 
 
Die PSF wird folgendermaßen definiert: gegeben sei ein leuchtendes Objekt, vergleichbar 
mit einer punktförmigen Lichtquelle, welches durch ein Linsensystem beobachtet wird. 
Durch die wellenförmige Natur des Lichtes wird diese punktförmige Lichtquelle von dem 
Linsensystem in alle drei Dimensionen verbreitert. Ein lateraler Schnitt zeigt eine 
Intensistätsverteilung von konzentrischen, nach außen dunkler werdende, Ringe , die so 
genannte Airy Scheibchen (siehe Abbildung 1.17). Der Radius rA des ersten dunklen 
Ringes ist abhängig von der eingestrahlten Wellenlänge λ0 und der numerischen Apertur 
NA des Objektives und es gilt [69]: 
 



















Abbildung 1.17  Schematische Darstellung 
der Punktspreizfunktion 
Durch das Linsensystem wird die Abbildung 
des punktförmigen Objektes in alle 3 
Dimensionen verstreut. Laterale Schnitte 
zeigen Scheiben mit konzentrischen Kreisen 






Dieses Beugungsmuster, das aus der Wellennatur des Lichtes resultiert, wird durch eine 
Funktion beschrieben, die Punktspreizfunktion (PSF). 
 
In Abbildungssystemen, die mit inkohärentem Licht bei der Bildaufnahme arbeiten, wie 
zum Beispiel die Fluoreszenzmikroskopie oder das emittierte Licht bei CLSM, ist die 
Entstehung der Bilder linear. Dies bedeutet, dass, bei der gleichzeitigen Abbildung von 
zwei Objekten A und B, das Ergebnis der Summe aus den zwei unabhängig abgebildeten 
Objekten entspricht. Einfacher ausgedrückt besagt es, dass das Abbilden von A 
unbeeinflusst von dem Abbilden von B ist, und umgekehrt. Daraus ergibt sich, dass, wenn 
zwei ähnlich helle Punkte in einem Abstand d voneinander entfernt, und in der gleichen 
Objektebene, liegen, diese aufgelöst werden, wenn deren Abstand d größer als der Radius 
rA (siehe Gleichung 1.2) des Airy Scheibchens ist. 
 
Als weiteres Ergebnis der linearen Eigenschaft kann das Bild eines jenen Objektes durch 
das Unterteilen dieses Objektes in kleine Elemente, das Abbilden jedes dieser kleinen 
Elemente und das Summieren der Ergebnise berechnet werden. Wenn das Objekt in sehr 
kleine Teile, wie zum Beispiel punktförmige Objekte, unterteilt wird, stellt sich das Bild 
als die Summe von den verschobenen PSF aus allen Punkten zusammen. Das heißt, dass 
ein Bild in der Fluoreszenzmikroskopie oder der CLSM vollständig durch ihre PSF 
beschrieben wird.  
 
Technische Veränderungen, die zum Beispiel zur konfokalen oder Zwei-Photonen 
Mikroskopie führen, erlauben es, die Verzerrung einzuschränken. 
 
1.5.2. Konfokale Mikroskopie und Confocal Laser Scanning Microscopy 
 
Konfokale Mikroskopie bietet zahlreiche Vorteile gegenüber der konventionellen 
Lichtmikroskopie. Dazu gehören vor allem eine kontrollierte schmale Abbildungstiefe, im 
Bereich von 600 nm, sowie die Beseitigung von Lichteinstreuung, die nicht aus der 
Fokusebene stammt und die Abbildungsqualität verschlechtert.  
Im Jahr 1957 von Marvin Minsky patentiert [70], kommt die konfokale Mikroskopie erst 
in den späten Achtziger Jahren mit der Entwicklung von Computern und der Einführung 
von kommerziellen Systemen wirklich zum Einsatz. 
 
Das Einsetzen einer Lochblende (auch Pinhole genannt) eliminiert das Licht, das von den 
fluoreszierenden Objekten die sich außerhalb der Fokusebene befinden emittiert wird, 
und welches von dem Mikroskopobjektiv eingesammelt wird (siehe Abbildung 1.18). Das 
heißt, bei konfokaler Mikroskopie werden die Fluoreszenzinformationen aus der 








Abbildung 1.18  Konfokalmikroskop 
Das Licht aus einem Laser (1) wird 
durch eine Lochblende (2) geführt und 
ein Anregungsfilter (3) ermöglicht die 
Auswahl der Anregungswellenlänge. 
Die einfarbigen Anregungslichtstrahlen 
(4) werden durch einen dichroitischen 
Spiegel (5) durch das Objektiv (6) in 
einer Fokalebene (7) in der Probe (8) 
fokussiert. Das Fluoreszenzlicht wird 
durch das Objektiv (6) gesammelt und 
passiert den Strahlteiler (5). Ein 
Detektionsfilter (10) ermöglicht die 
genau Auswahl der detektierten 
Wellenlänge. Das Licht von außerhalb 
der Fokalebene (11) wird durch eine 
Lochblende (12) eliminiert. Dadurch 
können optische Scheiben von der 
Probe aufgenommen werden. Das 
Fluoreszenzlicht aus der Fokalebene (9) 
wird anschließend auf einen Detektor 
(13) fokussiert.  
 
Bei Fluoreszenz-Imaging kann die Auflösung bei konfokaler Mikroskopie um bis zu einem 
Faktor √2 gegenüber konventioneller Weitfeld Mikroskopie verbessert werden, wenn die, 
vor dem Detektor eingesetzte, Lochblende merkbar kleiner als die Airy Scheibe eines 
fluoreszierenden punktförmigen Objektes ist [69]. Daraus ergeben sich laterale und axiale 
Auflösungen von [71]: 
 
rl = (0,8 ∙ λ0) / (2 ∙ NA) 




Somit lassen sich bei einer Anregungswellenlänge von 488 nm und einem 
Wasserimmersionsobjektiv (η = 1,338) mit einer numerischen Apertur von NA = 1,2 
Objekte mit lateralen und axialen Abständen von 160 nm beziehungsweise 630 nm 
auflösen. 
 
Bei der konfokalen Laser Scanning Mikroskopie besteht die Lichtquelle aus Lasern, deren 
Wellenlängen zu den eingesetzten Fluorophoren kompatibel sind. Photoelektronen-
vervielfacher (auch Photomultiplier (PMT) genannt) oder Lawinenphotodioden (APD, 
avalanche photodiode) werden als Detektoren eingesetzt und ermöglichen einen Punkt 
für Punkt Bildaufbau. Von daher entsteht im Mikroskop zu keinem Zeitpunkt ein 
vollständiges Bild. Dieses wird erst durch das Steuerungsprogramm zusammengefügt. 
Die punktweise Abrasterung des Objektes durch den Laser erfolgt durch auf 
Galvanometer-Scannern montierte Spiegel, die eine sehr hohe Genauigkeit bei der 
Positionierung des Laserstrahls in der Probe erreichen (siehe Abbildung 1.19). Dadurch 
steigt die Abtastungszeit erheblich. Im Gegenzug können aber nur ausgewählte Bereiche 
der Probe abgebildet werden, was unter normalen Bedingungen das Photobleichen der 










Abbildung 1.19  Prinzip eines konfokalen Laser Scanning Mikroskopes (CLSM) 
Der Grundaufbau eines CLSM beruht auf dem Prinzip des Konfokalmikroskopes. Die 
Rasterung der Probe wird erreicht, indem der Laserstrahl durch zwei Scan-Spiegel 
abgelenkt wird, bevor er durch das Objektiv in die Probe fokussiert wird. 
 
Ein weiterer Vorteil der konfokalen Mikroskopie und der CLSM besteht darin, dass aus 
Defokussieren keine Unschärfe resultiert, sondern die Betrachtung einer anderen fokalen 
Ebene der Probe bewirkt wird. Durch Defokussieren werden Objekte, die vorher in der 
fokalen Ebene lagen, dunkler und verschwinden schließlich. Dies ermöglicht, durch das 
systematische Abtasten der fokalen Ebene und anschließender Veränderung der Position 
entlang der optischen Achse, die Aufnahme des gesamten Objektes in Form von 
Schnittbildern. Dieses Verfahren wird optical slicing genannt. Durch Interpolations-
techniken können die aufgenommenen optischen Scheiben zu einer realen 




Die Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie (FCS) wurde in den frühen Siebziger Jahren 
von Madge, Elson und Webb entwickelt und erstmals 1972 für in vitro Messungen von 
gelösten fluoreszierenden Molekülen verwendet [72]. Ab Mitte der Neunziger Jahre hat 
sich die Verwendung von FCS stark verbreitet und die Technik wurde auch bei lebenden 
Proben angewandt [1,7,12-16]. Inzwischen wurden von einigen Gruppen Protokolle 
erstellt, um Artefakte bei FCS-Messungen zu vermeiden [17,18,73], und die Bedingungen 








Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie misst die Fluktuationen der Fluoreszenzintensität, 
die durch die Brown'sche Molekularbewegung von fluoreszierenden Molekülen in und 
aus einem sub-femtoliter Laserfokus (siehe Abbildung 1.20), oder durch Übergänge 
zwischen fluoreszierenden und nicht-fluoreszierenden Zuständen entstehen. Nanomolare 
Konzentrationen können mit hoher zeitlicher und räumlicher Auflösung analysiert 











Abbildung 1.20  Prinzip der FCS 
Diffundierende fluoreszierende Moleküle 
bewegen sich statistisch in und aus einem 
ausgeleuchteten sub-femtoliter Fokus-
volumen. Fluoreszenzphotonen werden von 
den Teilchen emittieren wenn deren 
Trajektorien den beleuchteten Abschnitt 
durchquert. Das emittierte Fluoreszenz wird 
über die gleiche Optik gesammelt.  
 
Aus den Fluktuationen der Fluoreszenzintensität können Informationen über die 
hydrodynamischen und photophysikalischen Eigenschaften der fluoreszierenden Teilchen 
wie zum Beispiel ihre Konzentration, ihre Dynamik, sowie ihr Assoziations- und 
Dissoziationsverhalten gewonnen werden [74,75]. Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie 
eignet sich besonders für Messungen in lebenden Zellen, da nur geringe Konzentrationen 
von fluoreszierenden Molekülen benötigt werden, die Messungen bei geringen 
Laserintensitäten durchgeführt werden und eine hohe Ortsauflösung durch die geringe 
Größe des Laserfokus gegeben ist [15,76]. Jedoch beeinflusst die zelluläre 
Autofluoreszenz, die Eigenbewegung der Zellen, sowie der von Wasser verschiedene 
Brechungsindex die Messungen. Sie müssen bei der Analyse berücksichtigt werden 
[75,77]. 
 
1.6.2. Technischer Aufbau 
 
Der Aufbau für FCS beruht auf einem konfokalen Mikroskop und wird in Abbildung 1.21 
dargestellt. Das Anregungslicht aus einem Laser wird mit einem dichroitischen Spiegel 
(Spiegel Ex) durch ein Objektiv mit hoher numerischer Apertur in die Probe fokussiert, 
sodass ein möglichst kleines beugungsbegrenzte Anregungsvolumen von weniger als 





angeregt und emittieren Fluoreszenzlicht, welches von dem Objektiv aufgesammelt wird. 
Das Fluoreszenzlicht folgt in entgegengesetzter Richtung dem gleichen Weg wie das 
Anregungslicht durch die optischen Elemente des Mikroskops und trifft wieder auf den 
dichroitischen Spiegel (Ex), welcher so ausgewählt ist, dass das Anregungslicht reflektiert 
und das längerwellige Fluoreszenzlicht transmittiert wird. Eine Lochblende filtert das 
Licht, das nicht aus der Fokalebene stammt, heraus (konfokales Prinzip, siehe Kapitel 
1.5.2). Schließlich werden die Fluoreszenzphotonen auf einen hochempfindlichen 
Detektor (typischerweise ein PMT oder ein APD) fokussiert. Ist der Aufbau für 
mehrfarbige Detektion ausgelegt, so befinden sich zwischen Lochblende und den 
verschiedenen Detektoren weitere dichroitische Spiegel (Em 0, Em 1) und Filter (Em 0, 
Em 1), welche für eine saubere spektrale Trennung der, von den verschiedenen 
eingesetzten Fluorophoren emittierten, Fluoreszenz sorgen. Die Fluoreszenzphotonen 
erzeugen am Detektor einen elektronischen Impuls, welcher zu einer Zählerkarte oder, je 
nach Aufbau, zu einer Korrelatorkarte weitergeleitet wird. Letztere hat den Vorteil, dass 
die Korrelationsfunktionen der einzelnen Meßläufe zeitgleich berechnet und in Echtzeit 
angezeigt und abgespeichert werden. Es steht aber auch direkt das, über eine Zeit Δt 
integrierte, Fluoreszenzsignal zur Verfügung. Über ein Computer-Programm können 
verschiedene Diffusionsmodelle an die Daten angepasst werden. Dadurch lässt sich zum 
Beispiel die Anzahl der diffundierenden Spezies und deren Diffusionszeiten, die in 




Abbildung 1.21  Schematischer Aufbau eines FCS-Mikroskopes 
Die einzelnen Komponenten und der Strahlengang sind im Text erläutert. Die 
Anregung erfolgt über einen Laser. Durch Austauch der Filtern und der dicroituschen 
Spiegeln (Ex, Em 0, Em 1) am FCS-Modul, ist das Gerät auf die spektralen 





1.6.3. Theoretische Grundlagen 
 
Im Gegensatz zu herkömmlicher Fluoreszenzspektroskopie, ist bei der FCS der 
Hauptparameter nicht die Intensität der Fluorezenz an sich, sondern die geringen 
Abweichungen der Teilchenanzahl im Fokusvolumen, die zu Fluktuationen in der 
Fluoreszenzintensität führen. Um die Vorgänge, die zu diesen Fluoreszenzfluktuationen 
führen, wie zum Beispiel Diffusionsprozesse oder Übergänge zwischen fluoreszierenden 
und nicht-fluoreszierenden Zuständen, zu charakterisieren, muss eine geeignete 
theoretische Korrelationsfunktion an die gemessenen Daten angepasst werden. 
 
i. Random Walk 
 
Diese Arbeit befasst sich hauptsächlich mit den Effekten der Diffusion, ein Vorgang, bei 
dem Teilchen innerhalb eines Lösungsmittels eine Brown'sche Molekularbewegung 
ausführen. Zusammenstöße mit benachbarten Molekülen führen dazu, dass sich jedes 
einzelne Moleküle  Fluorophor, Protein genauso wie Lösungsmittel, wie zum Beispiel 
Wasser,  statistisch in der Lösung bewegt. Dieser Prozess wird als Random Walk 
bezeichnet. Die von einem Teilchen zurückgelegte Strecke nimmt mit der Zeit zu, und für 
eine dreidimensionale Bewegung ist diese: 
 
( ) (0) 6r r t r D t       Gleichung 1.4 
 
wobei Δ r die mittlere, während der Zeitspanne Δ t, zurückgelegte Entfernung vom 
Ausgangspunkt r (0) ist, und D ist der Diffusionskoeffizient. Aus Gleichung 1.4 wird 
ersichtlich, dass die mittlere quadratische Auslenkung der diffundierenden Teilchen 
linear mit der Zeit steigt: Δr2(t)  t .   
Der Difusionskoeffizient ist im Rahmen dieser Arbeit eine wichtige Größe, da er aussagt, 
wie schnell ein Teilchen sich in der Lösung bewegen kann. Er hängt von der Größe des 
Teilchens (hydrodynamischer Radius Rh), der absoluten Temperatur T (in K) und der 










Dabei ist k die Bolzmann-Konstante und  die Viskosität des Lösungsmittels, welche von 
der Temperatur abhängt. Es wird ersichtlich, dass sich größere Proteine in einer Lösung 
wie Wasser langsamer als kleine Teilchen bewegen, und, dass aufgrund der höheren 






ii. Statistik der Signalerzeugung 
 
Die von den Teilchen im Fokus emittierte Fluoreszenz wird Photon für Photon 
aufgenommen. Die Fluoreszenzintensität kann als Funktion der Zeit )(tI  dargestellt 














Dabei ist T die Meßzeit. Ist die Anregungslichtquelle konstant, so können die 
Fluktuationen des Fluoreszenzsignals als Abweichung )(tI  des Signals )(tI  vom 
Mittelwert I  definiert und wie folgt berechnet werden: 
 
ItItI  )()(  Gleichung 1.7
 
  A     B 
 
Abbildung 1.22  Fluktuationen der Fluoreszenzintensität 
(A) zeigt das aufgenommene Fluoreszenzsignal über die Zeit. Die blaue Gerade stellt den 
Mittelwert des Signals I dar. (B) zeigt die Abweichungen I des Signals vom Mittelwert I 
(I = 0) über die Zeit. 
 
Statistisch gesehen handelt es sich um Zählvorgänge (Anzahl der Photonen auf dem 
Detektor oder der Teilchen im Fokus), die durch eine Poisson-Verteilung beschrieben 
werden. Da es sich um eine Poissonstatistik handelt, ist die Varianz gleich den Mittelwert 
der Teilchenanzahl N  im Fokus: N 2 = N . Da die Varianz der Fluktuationen der 
Teilchen im Fokus der Varianz der Anzahl der Teilchen im Fokus gleicht ((N )2 = N 2), 
kann die mittlere quadratische Abweichung der Anzahl der Teilchen durch: 
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beschrieben werden, wobei ... eine zeitliche Mittelung darstellt. Daraus wird ersichtlich, 





mittleren Teilchenanzahl im Fokus ist. Um signifikante Fluktuationen im Signal zu 
erreichen, muss nach Gleichung 1.8 die Anzahl der Teilchen im Fokusvolumen sehr 
gering sein, was ein hohes Rauschen impliziert, da hier nicht das Signal, sondern das 
Rauschen von Bedeutung ist. Um dieses zu erreichen, werden in typischen FCS-
Messungen Konzentrationen verwendet, bei denen zu jedem Zeitpunkt nur eine niedrige 
Anzahl an Teilchen im Fokus vorzufinden ist. Ein einfacher Vergleich hierfür ist die 
Analogie zu einem mit Menschen besetzten Raum: Befinden sich wenige Menschen im 
Raum, ist es einfach den Überblick über ein- und austretende Personen, sowie über die 
Länge deren Aufenthalte im Raum zu bewahren. Halten sich dagegen viele Leute im 
Raum auf, so kann keine exakte Aussage mehr darüber gemacht werden, ob jemand den 
Raum betritt oder verlässt oder wie lange eine Person im Raum war. Das Gleiche gilt im 
Fokus von einem FCS-Gerät: bei der Bestimmung der Autokorrelationsfunktion bei hohen 
Fluorophorekonzentrationen wird fast immer eine Ähnlichkeit des Signals zu einem 
späteren Zeitpunkt gefunden, auch über große Zeitintervalle τ. Dadurch werden 




In einem gegebenen Signal können die Fluktuationen durch die Autokorrelation des 
Signals analysiert werden, wodurch aus dem Rauschen die gewünschte Information  
extrahiert wird. Dafür wird die Intensität des Signals zu einem Zeitpunkt t mit der 
Intensität zu einem späteren Zeitpunkt (t+) verglichen. Ist der Zeitabstand  klein genug 
( < Diff), so sind beide Intensitäten sehr ähnlich, da die Wahrscheinlichkeit, dass ein 
Teilchen das zu einem Zeitpunkt t im Fokus ist, zum Zeitpunkt t+ immer noch da ist, 
sehr hoch ist. Dagegen sind bei langen Zeitabständen  die Intensitäten statistisch 
unabhängig.  
 
Die Korrelationsanalyse wird verwendet, um zu überprüfen ob zwei Signale ähnlich sind, 
und über welchen Zeitraum diese Ähnlichkeit besteht. Die Autokorrelation wird 
berechnet, indem das Signal mit sich selbst, aber um >0 zeitlich verschoben, überlagert 
wird. 
 
Abbildung 1.23 erläutert, anhand von drei einfachen Beispielen, das Prinzip der Auto-
korrelation. Betrachten wir ein einfaches Signal, bestehend aus einem einzigen Impuls mit 
einer Länge T (Beispiel A). Um die Korrelation an einen Zeitpunkt  zu erhalten, müssen 
alle Punkte bei einem Zeitpunkt t mit den Werten der um einen Zeitabstand  versetzten 
Funktion multipliziert, und dann diese Produkte addiert werden. So lange <T ist, 
überlagern sich beide Funktionen und die resultierende Summe ist ungleich null. Jedoch 
nimmt die Größe der Überlagerung, sowie die Korrelationsfunktion, mit steigendem 
Zeitabstand  ab (siehe den Unterschied in der farblichen Fläche bei 1 und 2 in Beispiel 
A (ii)). Für >T gibt es keine Überlagerung mehr und die Korrelation ist gleich null (3 in 





Besteht das Signal aus einer Reihe von Impulsen in festen zeitlichen Abständen t' (siehe 
Beispiel B), so findet man die gleiche Situation wie in Beispiel A für kleine <T. Allerdings 
entstehen zusätzliche Peaks in der Korrelation, wenn  ein Vielfaches der Periodendauer 
Zeit t' ist, und sich die versetzten Impulse mit dem nächsten Impuls im originalen Signal 
überlagern. Zusätzlich steigt die Amplitude der Korrelationspeaks, da sich mehrere 
Impulse überlagern (in Abbildung 1.23 nicht wiedergegeben).  
Der realistische Fall tritt in Beispiel C ein, in dem die Impulse nicht von einem festen 
Zeitabstand t' getrennt, sondern statistisch verteilt sind (i). Dabei werden für >T keine 
zusätzlichen Korrelationspeaks auftreten, stattdessen aber Hintergrundsrauschen. Sind die 
Impulse nicht von gleicher Länge (wie es der Fall bei Teilchen, die sich durch das 
Fokusvolumen bewegen, ist), so resultiert eine abklingende Funktion wie in (ii). Sie wird 
üblicherweise auf einer logarithmischen Skala (log ()) aufgetragen. 
 
 A   
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Abbildung 1.23  Autokorrelationsprinzip anhand 
von drei Beispielen 
In Beispiel (A) besteht das Signal aus einem einzigen 
Impuls mit einer Länge T (i). Mit steigendem 
Zeitversatz  sinkt die Überlappung des Signals (blaue 
Fläche, (ii)), und die Korrelationsfunktion (iii). Beispiel 
(B) zeigt ein Signal bestehend aus Impulse einer 
Länge T in festen zeitlichen Abständen t' (i). Ist  ein 
Vielfaches der interpulsen Zeit t', so überlappt sich das 
Signal mit dem des nächsten Impulses, und es treten 
zusätzliche Korrelationspeaks auf (ii). Das Signal im 
Beispiel (C) setzt sich aus statistisch verteilten Impulse 
verschiedener Intensitäten zusammen (i). Die 
Korrelationsfunktion nimmt mit steigendem Zeitversatz 
 ab (ii). 
 
Die mathematische Beschreibung der normalisierten Autokorrelationsfunktion der 
Intensität I(t) ist: 
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wobei ... eine zeitliche Mittelung darstellt. Setzt man Gleichung 1.7 in diese ein, so kann 
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Laut Gleichung 1.7 ist I(t)  I + I(t), und demnach ist I(t)  I + I(t)  I  I(t). 
Da I(t)   I, folgt, dass I(t)   0. Somit verschwindet der letzte Ausdruck, da 
II(t)  I(t+)  II(t)  I(t+). 
Die Korrelationsfunktion reduziert sich also auf: 
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Die dynamischen Fluktuationen der Fluoreszenzintensität bestimmen das Verhalten der 
Autokorrelationsfunktion und stehen mit den Fluktuationen der Konzentration 
fluoreszierender Moleküle im Fokusvolumen in Zusammenhang. Diese können von 
Teilchen, die sich durch Diffusion oder Strömung in und aus dem Fokus bewegen 
verursacht werden. Auch Veränderung in der Quantenausbeute der Fluorophore, infolge 
von Übergängen in den Triplettzustand oder andere Quenching-Mechanismen, können 
Fluktuationen der Fluoreszenzintensität bewirken. 
 
Das Verhältnis zwischen Fluoreszenzintensität und Konzentration der fluoreszierenden 
Teilchen im Fokus hängt unter anderem von der Detektionseffizienz des Gerätes und von 
den spektralen Eigenschaften der Fluorophore und der Optik ab. Das Anregungsprofil, 
welches die Verteilung der Laserintensität darstellt, sowie das Detektionsprofil, also der 
Ausschnitt der Probe, welcher auf den Detektoren abgebildet wird, werden zu einem 
effektiven Detektionsvolumen kombiniert, welches durch ein dreidimensionales 
Gauß'sches Profil O(r) beschrieben wird. So kann man schreiben, dass: 
 




wobei  die Photonenzählrate pro detektiertem Molekül beschreibt, und sowohl von der 
Anregungsintensität, der Detektionseffizienz, der Quantenausbeute als auch dem 
Extinktionskoeffizienten abhängt. Veränderungen in diesen letzten beiden Parametern 
sind bei kleinen -Werten für Tripletteffekte verantwortlich.  
 
Setzt man Gleichung 1.12 in Gleichung 1.11 ein, so erhält man: 
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Gleichung 1.13 kann vereinfacht werden, wenn im gegebenen System entweder die 
Konzentation oder der Parameter  konstant bleibt. Nehmen wir an, dass sich die 
Fluoreszenzeigenschaften des Fluorophors während der Messzeit im Fokusvolumen nicht 
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Betrachtet man ausschliesslich Teilchen, die in den drei Dimensionen frei mit dem 
Diffusionskoeffizient D diffundieren, so kann man die Autokorrelation der 
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Gleichung 1.15 beschreibt die Veränderung des Profils der lokalen Konzentration C mit 
der Zeit. Für sehr kurze Zeitspannen ist es eine enge Verteilung, die um die Position des 
Teilchens zentriert ist. Mit zunehmender Zeit weitet sich die Distribution aufgrund der 
Brown'schen Molekularbewegungen aus. 
Die Verbindung zwischen der lateralen Diffusionszeit Diff, also der mittleren Zeit, die ein 
Molekül im Fokusvolumen verbringt, und dem Diffusionskoeffizienten D, welcher nur 














Dabei ist 0w  der laterale Radius des Fokus. 
 
Um die Autokorrelationsfunktion zu erhalten, wird die Autokorrelation der 
Konzentrationsvariationen (Gleichung 1.15) mit Hilfe der Gleichung 1.12 in Gleichung 
1.9 eingesetzt, unter Verwendung von Gleichung 1.16. Nach dem Lösen der Integrale 
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Dabei ist C die Konzentration der Fluorophore, Veff  das effektive Fokusvolumen, τdiff die 
mittlere Aufenthaltsdauer des Teilchens im Fokus und  der Strukturfaktor des Fokus. 






   
 
Da das Produkt aus der Fluorophorenkonzentration und dem Fokusvolumen die mittlere 
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Gleichung 1.18 
Auch die Autokorrelationskurve, wie in Abbildung 1.24 gezeigt, beeinhaltet die 
Grundinformationen, die aus der Autokorrelationsanalyse extrahiert werden können. Der 
(hypothetische) Schnittpunkt der Autokorrelationskurve G()-1 mit der Y-Axis (G(0)) 
wird auch Amplitude der Autokorrelation genannt, und gibt die inverse Teilchenanzahl 
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Die Zeit des Abklingens der Autokorrelationskurve auf (G(0)-1)/2 gibt die Diffusionszeit 
Diff  an. Somit kann der System-unabhängige Diffusionkoeffizient D mit Hilfe von 












Abbildung 1.24  Beispiel einer 
Autokorrelationskurve 
Die theoretische Autokorrelations-
kurve (G(), schwarze Kurve) zeigt 
die Grundinformationen, die aus der 
Autokorrelationsanalyse extrahiert 
werden können. Der Schnittpunkt 
der Autokorrelationskurve mit der Y-
Achse ergibt die inverse Teilchen-
anzahl im Fokus und die halbe 
Abklingzeit die Diffusionszeit Diff. 
Anhand der zwei weiteren Auto-
korrelationskurven wird ersichtlich, 
wie sich die Autokorrelations-
funktion mit langsameren Teilchen 








Bisher wurde angenommen, dass die Fluoreszenzeigenschaften der Teilchen, während 
diese den Laserfokus durchqueren, konstant bleiben. Leider trifft diese Annahme bei 
realen Fluorophoren und hohen Anregungsintensitäten nicht zu. Die häufigste Ursache 
für eine Veränderungen der Fluoreszenzeigenschaften ist der Übergang in einen nicht 
fluoreszierenden Zustand.  
 




Die Fluktuationen des detektierten Fluoreszenzsignals können auch einen anderen 
Auslöser als die Diffusion der Fluorophore durch das Fokusvolumen haben. Wie schon in 
Abbildung 1.8 dargestellt, kann auch der Übergang in einen Triplettzustand für das 
Verschwinden der Fluoreszenz verantwortlich sein. Fluoreszenzphotonen entstehen 
durch eine schnelle Folge von Übergängen eines Elektrons zwischen einem angeregten 
Zustand S1 und einem Grundzustand S0, binnen weniger Nanosekunden. Solche 
schnellen Vorgänge sind in der FCS nicht auflösbar (zum Beispiel haben die im Rahmen 
dieser Arbeit eingesetzten Avalanche-Photodioden eine Totzeit von typischerweise 50 ns 
bis maximal 60 ns [79]) und der Photonenfluss auf den Detektoren erscheint als 
kontinuierlich. Dahingegen hat der Triplettzustand, dessen Besetzungsgrad von der 
Intensität der Anregung abhängig ist, eine Lebensdauer von einigen Mikrosekunden, und 
kann den detektierten Photonenfluss unterbrechen, und somit in der FCS aufgelöst 
werden. Diese Übergänge zwischen Triplett- und normalem Zustand (intersystem 
crossing) erscheinen als eine Serie von dunklen Intervallen, die die sonst kontinuierliche 
Fluoreszenzemission der Teilchen auf ihrem Weg durch den Fokus unterbrechen. 
Eine um (11)-1 erhöhte Amplitude, die bei sehr kurzen Zeiten mit einer 
charakteristischen Zeitkonstante trip abfällt, ist die Folge. Die Autokorrelationsfunktion 
wird um einen Vorfaktor erweitert, um dies zu berücksichtigen, und kann wie folgt 
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Das irreversible Photobleichen eines Fluorophors hat auch Intensitätsfluktuationen des 
Fluoreszenzsignals zur Folge. Ein Fluorophor kann nur eine begrenzte Anzahl von 
Anregungs-Emissionszyklen durchlaufen, die unter Raumbedingungen ungefähr 106 





durch eine photoinduzierte irreversible Veränderung ihrer Molekülstruktur, in einem 
strahlungslosen Zustand.  
Da das Photobleichen nur von einem angeregten Zustand ausgeht, ist die Geschwindigkeit 
dieses Prozesses von der eingestrahlten Lichtintensität abhängig. Um dieses Problem bei 
den Messungen zu minimieren, sollte bei kleinstmöglicher Laserleistung gemessen 
werden. 
 
Blinken autofluoreszierender Proteine 
 
Unter Blinken von Fluorophoren versteht man eine sogenannte An- / Aus-Dynamik, 
verursacht durch Protonierungsgleichgewichte, bei denen die Fluorophore, aufgrund des 
pH-Wertes, des Ionengehaltes der Lösung [82] oder der Anregungsintensität [83] in 
andere Konformationen übergehen. Diese alternativen Konformationen besitzen 
verschobene Anregungsspektren und sind damit nicht mehr bei der ursprünglichen 
Laserwellenlänge anregbar, die Fluorophore bleiben also dunkel. Sowohl eGFP als auch 
mRFP1 weisen dieses Blinken in Lösung auf, und gehen dabei in bis zu zwei nicht-
strahlende Zustände über, welche eine Lebensdauer von wenigen Mikro- bis zu mehreren 
Millisekunden besitzen. 
 
Um dieses Problem bei der Anpassung an ein Modell der Diffusion zu verhindern, werden 
in der Literatur Lösungen vorgeschlagen, die eine zusätzliche, nicht-strahlende 
Komponente in Analogie zur Triplettkorrektur berücksichtigen [82,83]. Allerdings war 
bei der Auswertung der Autokorrelationskurven, die im Rahmen dieser Arbeit 
aufgenommen wurden, die Anpassung von einer nicht-fluoreszierenden Komponente 
(Triplett) ausreichend, und die Verwendung von zwei nicht-fluoreszierenden 
Komponenten führte zu gleichen Diffusionszeiten und relativen Anteilen bei den 
fluoreszierenden Komponenten. 
 
v. Behinderte Diffusion in der FCS 
 
Moleküle und Komplexe verschiedener Größenordnung, die sich entwerder frei bewegen 
können, oder aber auch Strukturen höherer Ordnung bilden, sind in allen 
Zellkompartimente zu finden. Beispiele dafür sind Strukturproteine, wie zum Beispiel 
Filamenteproteine die eine Rolle beim Zytoskelett und der Kernmatrix spielen, 
Membranen der verschiedenen Zellkompartimente, oder Polymerketten wie das 
Chromatinnetwerk, welches sein Geometrie mit den verschiedenen Phasen des Zellzyklus 
ändert.  
Solche Strukturen bilden Hindernisse für die diffundierende Teilchen, beeinflussen 
dadurch deren Random Walk, und führen zu einer Subdiffusion genannten gebremsten 
Diffusion. Je nach Größe der Hindernisse verändert sich die Durchlässigkeit des Systems. 
Umgebungen, die für kleine Teilchen kein Hinderniss darstellen, können aber den Weg 





Diffusion, die behinderte oder anomale Diffusion genannt wird, bei der Analyse 
berücksichtigt werden.  
Die mittlere quadratische Auslenkung des diffundierenden Teilchens (also der mittlere 
Abstand des Teilchens zu seinem Startpunkt nach der Zeit t ) steigt nicht mehr linear mit 
der Zeit, wie bei normaler (unbehinderter) Diffusion (Δr2(t)  t ), an, sondern folgt 
einem Potenzgesetz. Es gilt dann: 
 
 2r t t   Gleichung 1.20 
 
wobei der Exponent α der Anomalieparameter ist. Für die Subdiffusion gilt 0 < α < 1, und 
α = 1 für die freie (unbehinderte) Diffusion Genauer betrachtet definiert sich der 
Anomalieparameter als α = 2/dw -1 und ist die fraktale Dimension des Random Walks. 
Somit entspricht dw = 2 freier Diffusion und dw > 2 Subdiffusion (siehe [84] für eine 
detaillierte Erklärung). 
 
















      





























Der Großteil der verwendeten Chemikalien stammt von den Firmen Merck (Darmstadt), 
Roth (Karlsruhe) und Sigma (Deisenhofen) und hat den Reinheitsgrad p.a. (pro analysi). 
Das zum Ansetzen der Puffer und Lösungen verwendete Wasser wurde durch eine 
Reinstwasseranlage Seralpur PRO90-CN von Seral filtriert. Diese besteht aus einem Aktiv-
Kohlefilter, zwei Ionenaustauschsäulen und einem Sterilfilter. Im folgenden Text wird 
solches Wasser als ddH2O bezeichnet. 
 




Ampicillin BP73 Serva 
Kanamycin A Disulfate AGS 
  
Antikörper:  
mouse monoclonal Anti-β-Actin Sigma 
Peroxidase-conjugated AffiniPure Goat Anti-Mouse Jackson ImmunoResearch 
Peroxidase-conjugated AffiniPure Goat Anti-Rabbit Jackson ImmunoResearch 




Agarose (hochrein) Seakem 
Bacto Agar Difco 
Bacto Hefe Extract Difco 




FCS (Fetal Calf Serum) Biochrom 




HCl – Salzsäure J.T. Baker 
Hank's Balanced Salts Pan-Biotech 
NaCl – Natriumchlorid Merck 
NaOH – Natronlauge J.T. Baker 
Ponceau S Set Fluka 






TEMED  Biorad 




Deckgläser, rund 15 mm MP Biomedicals  
Deckgläser, rund,15 mm, Stärke 1 DKFZ Lagermaterial 
Deckgläser, rund, 32 mm, Nr.1 Martenfeld GmbH & C0 
Deckgläser, rund, 32 mm, # 1; 0,13 - 0,16 mm Menzel-Gläser 
  
Enzyme:  
Verschiedene Ligasen Biolabs 
Verschiedene Restriktionsenzyme MBI Fermentas 
  
Filter:  
Millex-GS Syringe Driven Filter Unit 0,22 µm Millipore 
Millex-GS Syringe Driven Filter Unit 0,45 µm Millipore 
  
Fluorophore:  
Alexa 488-maleimide Molecular Probes 
Alexa 568-maleimide Molecular Probes 
Fluorescein Molecular Probes 
Rhodamin-6G Molecular Probes 
  
Gewebekulturflaschen:  
25 cm², 50 ml, mit Filter, steril Greiner Bio-One 
25 cm², mit festem Deckel, steril Nunc 
75 cm², 250 ml, PS, Red filter cap Greiner Bio-One 
6 well, PS, mit Nocken, glasklar, mit Abdeckplatte, steril Greiner Bio-One 
Cellstar, 6 well, PS, glasklar, mit Abdeckplatte, steril Greiner Bio-One 
Multidishes, 6 wells, unbehandelt, mit Abdeckplatte, steril Nunc 
  
Kits:  
Maxipräparationen: Nucleobond®AX-Kit Macherey-Nagel 
Minipräparationen: NucleoSpin®Plasmid-Kit Macherey-Nagel 
  
Messkammern:  
Lab-Tech # 1.0 Borosilicate Coverglass System, 8 Kammern Nunc 
Lab-Tech # 1.0 Borosilicate Coverglass System, 2 Kammern Nunc 
µ-Dish hydrophobic, uncoated, sterile, 35 mm Ibidi 
µ-Dish hydrophobic, ibiTreat, sterile, 35 mm Ibidi 
µ-Slide 8 well, ibiTreat, sterile, 300 µl Ibidi 
µ-Slide 18 well, uncoated, sterile, 30 µl Ibidi 





Petrischale, mit Nocken, 100 × 15 mm Greiner Bio-One 
Petrischale Nunclon, 100 × 15 mm, steril Nunc 
Petrischale, mit Nocken, 145 × 20 mm, steril Greiner Bio-One 
  
Proteinmarker:  
Broad Range Molmasse-Marker New England Biolabs 
Protein MW-Marker prestained (8,4-176,5 kDa) Invitrogen Life Technologies 




FuGENE 6 Transfection Reagent Kit Roche Diagnostics 
FuGENE HD Transfection Reagent Kit Roche Diagnostics 
TransFectin Lipid Reagent Biorad 
  
Zentrifugalfiltereinheiten:  
Vivaspin 500; 10,000 MWCO PES Sartorius 
Vivaspin 500; 30,000 MWCO PES Sartorius 
Vivaspin 2; 10,000 MWCO PES Sartorius 
Vivaspin 2; 30,000 MWCO PES Sartorius 
2.2. Verwendete Geräte 
 
Akustooptischer Modulator:  
Polychromatic modulator AOTF Nc AA Opto Electronic 
  
FCS und CLSM:  
FFM (siehe Kapitel 2.7.1) Abteilungsentwicklung 
  
Gelanalyse:  
Bio Doc Analyse Biometra 
Typhoon 9400 Variable Mode Imager Amersham Biosciences 
White/UV Transilluminator UVP 
  
Gelkammer:  
Mini-Protean 3 Cell Biorad 
Minicell EC 370 M E-C Apparatus Corporation 
  
Gelnetzteil:  
E431  Consort 
E455 Consort 





Handhomogenisator DOUNCE:   
Zylinder aus Borosilikat-Glas 5 ml Sartorius 
Kolben (S), eng eingepaßt für 5 ml-Zylinder Sartorius 
  
Inkubatoren:  
Begasungsbrutschrank B 5061 EC/CO2 (Zellen) Heraeus 
FFM: EMBL-GP 168 EMBL Heidelberg 
Trockenschrank ED-115 (Bakterien) WTB Binder 
  
Küvetten:  
Quarzküvette, zweifenstrig, 3 mm Lichtweg Hellma 
Quarzküvette, zweifenstrig, 1 cm Lichtweg Hellma 
Quarzküvette, dreifenstrig, 3 mm Lichtweg Hellma 
Quarzküvette, dreifenstrig, 1 cm Lichtweg Hellma 
  
Laser:  




mit Meßkopf PD300 Ophir 
  
Messkammern:  
1-Loch-Messkammer für 15 mm Deckgläser Eigenentwicklung 
8-Loch-Messkammer für 15 mm Deckgläser Eigenentwicklung 
CHAMO für 32 mm Deckgläser Eigenentwicklung 
  
Mikroskope:   
Olympus IX-70 Olympus Deutschland 
mit U-ULS100HG UV-Dampfleuchte Olympus Deutschland 
Olympus CK-40 Olympus Deutschland 
mit U-ULS100HG UV-Dampfleuchte Olympus Deutschland 
und VX 45 CCD-Kamera Optronis 
  
pH-Meter:  
pH-Meter 765 CalimaticX Knick 
  
Präzisionswaagen:  
BP 110S Sartorius 
PM 4800 Delta Range Mettler 
PB 3002 Toledo Mettler 
  
  





Certomat U B. Braun 
HT Aquatron Infors AG 
  
Spektrometer:   
Absorptionspektrometer Cary-4E Varian, Mulgrave, Australien 
Fluoreszenspektralphotometer SLM-Aminco 8100 SLM, Urbana, IL, USA 
Ultrospec 3000 UV/Visible spectrophotmeter Pharmacia 
  
Thermometer:  
ALMEMO 2290-3 AHLBORN 
  
Thermoblöcke:  




RK 100 H Bandelin Sonorex 
Sonopuls HD 2070 Bandelin Sonorex 
  
Wasserbad:  
Umwälzthermostat / Bad , M12  Lauda 
mit Thermostat MS2 Lauda 
  
Zentrifuge:   
Gekühlte Tischzentrifuge Eppendorf 5417 R Eppendorf 
RC-5B Superspeed Refrigerated Centrifuge Sorvall 
mit Rotoren: SS-34 und HB-4  
Tischzentrifuge Eppendorf 5415 C Eppendorf 
Zentrifuge Varifuge 3.0 R Heraeus Sepatech 
 




Zur Vermehrung der Plasmid-DNA werden XL10-Gold ultrakompetente Escherichia coli 
Bakterien (Stratagene, Amsterdam, Niederlande) verwendet. Dieser Stamm zeichnet sich 
durch eine erhöhte Effizienz bei Transformationen aus und ermöglicht die Vermehrung 
von großen sowie von ligierten Plasmiden mit sehr hohen Effizienzen. Die Bakterien sind 





Zur Gewinnung größerer Mengen an Plasmid-DNA muss diese zunächst durch 
Transformation (siehe Kapitel 2.3.3) in die Bakterien eingeschleust werden. Danach wird 





Bakterien werden in Luria-Bertani-Medium (LB-Medium, Becton Dickinson, Sparks, ML, 
USA) gezüchtet, das wie folgt zusammengesetzt wird: 
 25 g LB Broth 
 1 l ddH2O 
 anschließend 15 min bei 121 °C autoklavieren 
 
Agarplatten werden aus LB-Agar (Gibco BRL) hergestellt, der mit folgender 
Zusammensetzung in 10-cm-Petrischalen gegossen wird: 
 32,0 g Agar Pulver 
 1 l ddH2O 
 Petrischale auffüllen 
 anschließend autoklavieren 
 
Alle Transformationen werden in sogenanntem SOC-Medium durchgeführt, das sich wie 
folgt herstellen lässt: 
 Zunächst wird SOB-Medium angesetzt: 
 20 g/l Trypton,  
 5 g/l Hefeextrakt,  
 0,5 g/l NaCl,  
 2,5 mM KCl, pH 7.5 
 autoklavieren 
 Sobald die Lösung auf 60 °C abgekühlt ist, werden 20 mM steril filtrierte Glucose 
hinzugefügt. Vor Gebrauch des Mediums werden 5 ml einer sterilen 2 M MgCl2-
Lösung pro Liter Medium zugegeben. 
 
Alle Medien werden für 60 min bei 121 °C und 1,2 bar autoklaviert.  
 
Zur Selektion der Plasmid-DNA wird anschließend zu dem Medium ein entsprechendes 
Antibiotikum hinzugefügt, das auf den verwendeten Vektor abgestimmt ist (Ampicillin 
50 µg/ml, Kanamycin 30 µg/ml). Bakterien, die den Vektor aufgenommen haben, sind 
gegen das Antibiotikum resistent und bilden Kolonien, alle anderen hingegen werden von 
dem Antibiotikum abgetötet. Somit bleiben lediglich die Bakterien übrig, die das 
gewünschte Plasmid enthalten. 




Die für diese Arbeit klonierten Bakterienstämme wurden als Glycerinkultur bei -80 °C 
gelagert. Dafür werden in 2-ml-Kryoröhrchen jeweils 700 µl steriles Glycerin und 700 µl 
Bakteriensuspension gegeben, gut gemischt und bei -80 °C eingefroren. 
 
2.3.3. Transformation von Gold XL-10 Bakterien 
 
Zum Zwecke der Expression der Plasmide werden die Bakterien transformiert. Dafür 
werden 20 µl der ultrakompetenten XL-10-Gold Bakterien auf Eis aufgetaut und mit ca. 
1 ng der zu transformierenden DNA versetzt. Die Mischung wird zunächst 30 min auf Eis 
inkubiert, damit die Plasmide in die Zellen eindringen. Danach werden die Bakterien 
einem Hitzeschock unterzogen (45 s bei 42 °C), um die Replikation der Plasmid-DNA zu 
aktivieren. Nach weiteren 2 min auf Eis werden 800 µl SOC-Medium hinzugegeben und 
diese Mischung bei 37 °C eine Stunde lang auf einem Schüttler inkubiert. In dieser Zeit 
erfolgen die Reparatur der Zellwand und die Expression der Antibiotikaresistenzproteine. 
Verschiedene Mengen (zwischen 50 µl und 150 µl) der Bakterienlösung werden 
anschließend auf Agarplatten mit entsprechendem Antibiotikum ausgestrichen und über 
Nacht bei 37 °C inkubiert. Am nächsten Tag werden die Klone selektiert. Dazu wählt man 
einzelne, gut abgegrenzte Bakterienkolonien aus und nimmt sie mit der Spitze eines 
sterilen Zahnstochers auf, um sie in das mit dem entsprechenden Antibiotikum versetztes 
flüssiges LB-Medium zu transferieren. Die flüssige Kultur wird über Nacht bei 37 °C auf 
einem Schüttler inkubiert. 
 




Alle im Rahmen dieser Arbeit verwendeten Plasmide, sowie deren Herstellung, werden 




Für das eGFP-Monomer wurde das kommerziell verfügbare p-eGFP-N1 Plasmid 
(Clontech) verwendet. Dieser Vektor kodiert für eine, gegenüber dem Wild-Typ GFP-
Protein rot-verschobene Variante. Diese weist ein Anregungsmaximum bei 488 nm und 










Abbildung 2.1  p-eGFP-N1 
Vektor 
Die Karte zeigt den Restriktions-
verdau des p-eGFP-N1 Plasmids 
mit der Multiple Cloning Site 
(MCS). 
Alle gezeigten Restriktions-
schnittstellen sind einmalig und 
die NotI-Schnittstelle folgt dem 
eGFP-Stop-Kodon (geändert von 
[85]). Dies gilt für alle weiteren 
Plasmidkarten, sofern nicht 
anders angegeben. 
 





Die Plasmide, die für das eGFP-Dimer (eGFP2), Trimer (eGFP3) und Tetramer (eGFP4) 
kodieren, wurden nach der Methode, die in [86] beschrieben wird, hergestellt. 
Abgeänderte QuikChange Site-Directed Mutagenesis [87] wurde verwendet, um das 
eGFP-Stop-Kodon in dem p-eGFP-N1 Vektor durch eine BspEI Stelle zu ersetzen. Das 
Intermediär-Plasmid pEGFP(mu)-N1 wurde mit BspEI und NotI verdaut und mit einer 
eGFP-Kassette, entstanden durch den AgeI/NotI-Verdau von p-eGFP-N1, ligiert. Das 
neue Plasmid beinhaltet zwei Kopien von eGFP und wird p2-eGFP-N1 genannt. Die 
doppelte Kassette von p2-eGFP-N1 wurde dann, wie beschrieben in pEGFP(mu)-N1 
kloniert, um das p3-eGFP-N1 Plasmid zu erhalten. Die gleiche Methode wurde 
verwendet, um p4-eGFP-N1 zu erhalten. Bei dem Linker zwischen den Monomeren 
handelt es sich um Gly-Pro-Val-Ala-Thr [88]. 
 
Da diese Plasmide auf dem p-eGFP-N1 Plasmid basieren, werden die eGFP-Oligomere 
von dem starken CMV-Promoter exprimiert. 
 
Diese Plasmide wurden uns freundlicherweise von Dr. M. M. Nalaskowski 











Zum Herstellen dieses Plasmides wurde der promoterlose pECFP-1 Vektor (Clontech) 
abgeändert. Das HindIIIC-Fragment des Simian-Virus (SV40) wurde in 
Rückwärtsrichtung vorgeschaltet, sodass das Protein durch den frühen SV40-Promoter 
exprimiert wird.  
In einem zweiten Schritt wurde die für das eCFP kodierende Sequenz durch einen AgeI 
und NotI Restriktionsschnittverdau herausgeschnitten. Das so entstandene Plasmid dient 
als Basis für die weiteren Konstrukte und wird im Folgenden Basisplasmid genannt. 
Die aus dem p-eGFP-N1 (Clontech) mit AgeI und NotI herausgeschnittene und für die 















Abbildung 2.2  pSV-HIII-eGFP Plasmid 
Die Karte zeigt den Restriktionsverdau 
des pSV-HIII-eGFP Plasmids mit der 




In dem Basisplasmid (siehe Abschnitt 2.4.1.iii) wurde an den AgeI / NotI Schnittstellen die 
eGFP kodierende Sequenz ligiert. Das menschliche Histon H2A.1 wurde durch 
genomisches PCR amplifiziert und am N-terminalen Ende von eGFP in der Multiple 
Cloning Site (MCS) durch EcoRI und BamHI eingefügt. Dadurch wird das Fusionsprotein 

















Abbildung 2.3  pSV-HIII-H2A-eGFP Vektor 
Die Karte zeigt den Restriktionsverdau des 
pSV-HIII-H2A-GFP Plasmids mit der MCS 





Für dieses Plasmid wurde das für das mRFP1 kodierende Fragment an den AgeI und NotI 
Schnittstellen in das Basisplasmid (siehe 2.4.1.iii) ligiert. Die Sequenz des menschlichen 
Histons H2A.1 wurde am N-terminalen Ende von mRFP1 in die Multiple Cloning Site 














Abbildung 2.4  pSV-HIII-H2A-mRFP1 
Vektor 
Die Karte zeigt den Restriktionsverdau des 
pSV-HIII-H2A-mRFP1 Plasmids mit der 
MCS und die Positionen des Histons H2A 
und von mRFP1. 
 
 






Dieses Plasmid wurde durch Ligieren der eGFP-Sequenz an den AgeI / NotI Schnittstellen 
des Basisplasmids (siehe Abschnitt 2.4.1.iii) und der H2B.a Histon Sequenz an den EcoRI / 













Abbildung 2.5  pSV-HIII-H2B-eGFP 
Vektor 
Die Karte zeigt den Restriktionsverdau des 
pSV-HIII-H2B-GFP Plasmids mit der MCS 
und die Positionen des Histons H2B und 
von eGFP. 
vii. pSV-HIII-mRFP1  
 
Für dieses Konstrukt wurde die mRFP1-Sequenz (AgeI / NotI) in das Basisplasmid (siehe 














Abbildung 2.6  pSV-HIII-mRFP1 
Vektor 
Die Karte zeigt den Restriktionsverdau 






2.4.2. Verwendete Plasmid-Pärchen 
 
i. pSV-HIII-H2A-eGFP / pSV-HIII-mRFP1 
 
Diese Kombination wurde zu Beginn der Arbeit für die Charakterisierung der 
Diffusionseigenschaften von kleinen Proteinen in Abhängigkeit zur Chromatindichte 
verwendet. Da aber die physikalischen Eigenschaften des eGFP-Proteins besser 
charakterisiert sind als die des mRFP1, wurden die Proteine ausgetauscht: Das mRFP1-
Protein wurde mit H2A fusioniert und eGFP wurde als frei diffundierendes Protein 
verwendet. Darüber hinaus werden beide Proteine von dem gleichen Promoter 
exprimiert, was zu einer geminderten Expression beider Proteine führt. 
 
ii. pSV-HIII-H2B-eGFP / pSV-HIII-mRFP1 
 
Dieses Pärchen wurde getestet, um das Expressionslevel der pSV-HIII-H2A-eGFP / pSV-
HIII-mRFP1-Kombination zu überprüfen. Auch hier ist eine verminderte Expression 
beider Proteine infolge der Verwendung desselben Promoters für beide Konstrukte 
festzustellen. Aus diesem Grund wurde die pSV-HIII-H2B-eGFP / pSV-HIII-mRFP1-
Kombination nicht weiter verwendet. 
iii. pSV-HIII-H2A-mRFP1 / pSV-HIII-eGFP 
 
Diese Kombination wurde für die Messung der Diffusion von den eGFP-Proteinen in 
Abhängigkeit zur Chromatindichte getestet. Da aber auch hier beide Konstrukte den 
gleichen Promoter verwenden, kommt es zu einer Konkurrenz zwischen beiden 
Plasmiden. Dadurch werden die H2A-mRFP1 und die eGFP-Proteine für FCS-Messungen 
mit, an Zellen angepasster, niedriger Laserleistung zu schwach exprimiert. Aus diesem 
Grund wurde diese Kombination nicht weiter verwendet. 
 
iv. pSV-HIII-H2A-mRFP1 / p-eGFP-N1 
 
Diese Kombination wurde sowohl für die Messung der Diffusion von den eGFP-Proteinen 
in Abhängigkeit zur Chromatindichte (siehe Abschnitt 2.7.2.ii) als auch für die 
Diffusionskarten (siehe Abschnitt 2.7.2.iii) verwendet. Dadurch, dass die zwei Konstrukte 
verschiedene Promotoren haben, konkurrieren sie bei der Expression nicht und die 
Expressionslevel in den Zellen sind ausreichend für Messungen mit, an Zellen 
angepasster, niedriger Laserleistung. 
 




v. pSV-HIII-H2A-mRFP1 / pn-eGFP-N1 
 
Diese Kombination wurde zur Messung der Diffusion der eGFP-Oligomere in 
Abhängigkeit zur Chromatindichte (siehe Abschnitt 2.7.2.ii) verwendet. Dadurch, dass die 
zwei Konsrukte verschiedene Promotoren haben, konkurrieren sie bei der Expression 
nicht und die Expressionslevels in den Zellen sind ausreichend für Messungen mit, an 






Die Minipräparationen aus 5 ml-Kulturen dienen der Gewinnung von Plasmid-DNA zur 
Analyse der Ligationen und Klonierungen. Es wurde der NucleoSpin®Plasmid-Kit von 
Macherey-Nagel (Düren) nach dem Protokoll des Herstellers verwendet. 
 
Die pelletierten Zellen werden resuspendiert und mit RNase A in einem NaOH / SDS-
Puffer bei pH 13.0 lysiert, wobei die chromosomalen und makromolekularen DNA 
denaturiert werden. Nach Neutralisierung mit einem Kaliumacetat-Puffer bei pH 4.0 
werden chromosomale DNA, Zellwandbestandteile und das Natriumdodecylsulfat (SDS) 
präzipitiert und anschließend abzentrifugiert. Die Plasmid-DNA verbleibt im Überstand, 
welcher auf eine Silikat-Säule gegeben und filtriert wird. Sie wird anschließend mit 5 mM 
Tris-HCl bei pH 8.5 eluiert. Die Ausbeute lag typischerweise in einem Bereich zwischen 




Mit Hilfe der Maxipräparation werden größere Mengen an Plasmid-DNA (ca. 500 µg) aus 
400 ml-Kulturen gewonnen. Diese Menge wird für die spätere Transfektion der Zellen 
benötigt. 
 
Für Maxipräparationen wird der Nucleobond®AX-Kit von Macherey-Nagel verwendet. 
Das Präparations-Prinzip ist dem der Minipräparation fast identisch. Es unterscheidet sich 
hauptsächlich durch die Verwendung größerer Mengen Chemikalien und eines 
Anionenaustauschers für die Bindung und Elution der DNA. Dabei wird die DNA unter 
Niedrigsalz-Bedingungen an die Säule gebunden und bei hohen Salzkonzentrationen 











Die DNA-Proben wurden auf 1%-igen Agarosegelen untersucht und vor der Auftragung 
mit einem denaturierenden 1× Ladepuffer (siehe Zusammensetzung des 6× Ladepuffers) 
versetzt. Agarosepulver wird in 1× TAE-Puffer gelöst, welcher auch als Laufpuffer 
verwendet wird. Unterschiedlich große Gele wurden in Flachbettgelkammern gegossen 
und die Proben über eine Zeitspanne zwischen ein und 16 (über Nacht) Stunden bei 
Spannungen zwischen 40 und 130 Volt aufgetrennt. 
Anschließend wurden die Gele in einer wässrigen Ethidiumbromidlösung (1 µg/ml in 
einer Schale Wasser) unter Schwenken für 15 - 30 min angefärbt und mit einem 
Gelanalyse-Gerät (BioSpectra) dokumentiert: Dabei wird eine geschlossene Kammer von 
einem UV-Licht beleuchtet, welches das in der DNA interkalierte Ethidiumbromid zur 






 2 M Tris 
 17,5 % Eisessig 
 50 mM EDTA 
 in ddH2O 
6× Ladepuffer: 
 40 % (w/v) Saccharose 
 0,25 % (w/v) Bromphenolblau 





ii. Native Polyacrylamidgel-Elektrophorese 
 
Die aus HeLa-Zellen gewonnenen eGFP-Multimere wurden auf nativen Fluoreszenzgelen 
analysiert. Dafür wurden 7,5%-ige Gele ohne Sammelgel aus einer 30%-igen Acrylamid-
Lösung mit einem Verhältnis Acrylamid zu Bisacrylamide von 37,5:1 gegossen. 
 
Die Gele setzen sich folgendermaßen zusammen (ausreichend für 2 Gele):  
 15 ml ddH2O 
 7,5 ml 30 % Acrylamide:Bisacrylamide (37,5:1) (Roth Rotiphorese Gel 30 (37,5:1)  
 7,5 ml 1,5 M Tris Base pH 8.8  
 0,3 ml 10 % Ammoniumpersulfat (NH4)2S2O8 (Katalysator für die Polymerisation von 
Acrylamid) 
 




Die Lösung wird durch einen 0,22 µm-Filter (Millipore) filtriert, um mögliche Aggregate 
und Unreinheiten zu eliminieren. Vor dem Gießen werden 30 µl TEMED hinzugegeben, 
um die Polymerisation zu starten. Nach einer Stunde ist die Polymerisation abgeschlossen 
und die Gele werden in der Elektrophoresenkammer eingespannt und mit 1× Tris-Glycin-
Laufpuffer überdeckt. Die Taschen werden mit einer Mischung aus DNA, 5× Native gel 
Loading Dye, 10 mM Tris pH 8,3 und ddH2O beladen.  




1,5 M Tris Base-Puffer pH 8,8: 10 % (w/v) Ammonium-persulfat (NH4)2S2O8: 
 90,85 g Trizma Base 
 500 ml (Endvolumen) ddH2O 
 pH mit Hilfe von HCl anpassen 
 
 0,5 g (NH4)2S2O8 
 5 ml ddH20 
 Lösung muss frisch verwendet werden 
1× Tris-Glycin-Laufpuffer: 5× Native gel Loading Dye: 
 3,0 g Tris Base  
 14,4 g Glycine  
 in 1 l Endvolumen ddH2O; pH 8,8 
 5 ml Glycerol 
 2,7 ml ddH2O 
 2,13 ml 0,5 M TrisHCl pH 7.2 





Zum Nachweis der Expression der eGFPn-Proteine werden die Zelllysate (siehe Kapitel 
2.5.5) mit 3× Laemmli-Probenpuffer 5 min lang gekocht. Die Proteinproben (15 µl eGFP-
monomer, 11,25 µl eGFP-dimer, 11,25 µl eGFP-trimer und 7,5 µl eGFP-tetramer Proben) 
werden zusammen mit 15 µl Molmasse-Marker (Broad Range, New England Biolabs) 
mittels Natriumdodecylsulfatpolyacrylamidgel-Elektrophorese (SDS-PAGE) aufgetrennt. 
Die Membran wird mit 1:2000 verdünntem rabbit polyclonal Anti-GFP Antikörper 
(GTX26556, GeneTex, Inc.) inkubiert. Als zweite Antikörper werden entsprechend 1:5000 
verdünnte Peroxidase-Conjugated AffiniPure Goat Anti-Rabbit und Goat Anti-Mouse 
(Jackson ImmunoResearch) verwendet. Zur Kontrolle wird dieselbe Membran 15 Minuten 
mit Ponceau S gewaschen. Diese saure Lösung zerstört die enzymatische Aktivität von 
Horseradish Peroxidase (HRP) und löscht dadurch die Fluoreszenz des zweiten 
Antikörpers. Danach wird die Membran mit 1:10000 verdünnten mouse monoclonal 
Anti-β-Actin Antikörper (A 5441, Sigma) inkubiert. Alle Immun-Reaktionen werden in 
10 mM Tris–HCl, pH 8,0, 150 mM NaCl, 0,05 % Tween-20 (TBST) mit 5 % Milchpulver 
bei Raumtemperatur mit Waschschritten in TBST durchgeführt.  
 
Die Westen-Blots wurden von Monika Zwerger aus der Abteilung Division Functional 









Die HEK293-, T98G- und TP366-Zelllinie wurde uns freundlicherweise von der Gruppe 





HEK steht für "Human Embryonic Kidney", also menschliche embryonale Nierenzelle. 
Die adhärente HEK293-Zellen werden dank der Einfachheit ihrer Handhabung bei der 
Kultur sowie bei Transfektionen seit vielen Jahren in der Zellbiologie eingesetzt. 
HEK293 wurden in den frühen siebziger Jahren durch die Transformation einer 
menschlichen embryonalen Nierenzelle mit DNA-Teilen des menschlichen Adenovirus 5 
im Labor von Alex Van der Eb in Leiden, Holland hergestellt: 4,5 kb des viralen Genoms 
wurden in das Chromosom 19 aufgenommen [91]. Die Zellen könnten von einer seltenen 
neuronalen Zelle aus den embryonalen Nierenzellenkulturen stammen [92]: sie reagieren 
stark und spezifisch mit Antikörpern gegen Neurofilament-Proteine. Durch verschiedene 
Techniken konnte die Expression der Neurofilament-Protein-Untereinheiten NF-L, NF-
M, NF-H und α-Internexin, sowie anderer Proteine gezeigt werden [93,94]. Außerdem 
sind die HEK293-Zellen hypotriploid und bilden Tumoren in nackte Mäusen [95]. 
 
 A    B 
 
Abbildung 2.7  HEK293-Zellen 
(A): Das Bild zeigt eine Phasenkontrastaufnahme von HEK293-Zellen, die sich der Konfluenz 
nähern, mit 20-facher Vergrößerung. (B): CLSM-Aufnahme einer eGFP-exprimierenden HEK293-
Zelle. Der Zellkern ist im rechten mittleren Bereich der Zelle zu erkennen. 




ii. HeLa  
 
Morphologie: Epithelzelle 
HeLa-Zellen sind menschliche Epithelzellen eines Zervixkarzinoms und die ersten 
menschlichen Zellen, aus denen eine permanente Zelllinie etabliert wurde. Sie sind nach 
Henrietta Lacks benannt, die an den Folgen des Krebs am 4. Oktober 1951 verstarb. 
Das Genom der HeLa-Zellen enstand durch horizontalen Gentransfer von dem 
menschlichen Papillomavirus 18 (HPV18) zu menschlichen zervikalen Zellen. Es besitzt 
eine abweichende Anzahl an Chromosomen: die modale Chromosomenzahl beträgt 82 
mit vier Exemplaren des Chromosoms 12 und jeweils drei der Chromosomen 6, 8 und 17. 
Die modale Chromosomenzahl kann aber von 70 bis 164 reichen [96]. 
HeLa-Zellen sind adhärente Zellen, die ihre Kontaktinhibition auch in vitro beibehalten. 
Aufgrund ihrer Fähigkeit sich im Labor unendlich teilen zu können, solange die 
fundamentalen Bedingungen wie Nährstoffe und CO2 für ihr Überleben gegeben sind, 
werden sie als unsterblich bezeichnet. Dies ist möglich, da sie während der Zellteilung 
eine aktive Version der Telomerase-Enzyme exprimieren, welche das inkrementelle 
Kürzen der Telomere, das im Alterungsprozeß und eventuell im Zelltod eine Rolle spielt, 
verhindert. Auf diese Weise umgehen HeLa-Zellen der Hayflick-Grenze, welche die 
begrenzte Anzahl von Zellteilungen, denen sich eine normale humane Zelle in Kultur 
unterziehen kann, definiert [97,98].Weiterhin ist diese Zelllinie aufgrund ihrer abnormal 
hohen Proliferationsrate in der Krebsforschung weit verbreitet.  
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Abbildung 2.8  HeLa-Zellen 
(A): Das Bild zeigt eine Phasenkontrastaufnahme von HeLa-Zellen, die sich der Konfluenz nähern. 
(B): CLSM-Aufnahme von einer eGFP-exprimierenden HeLa-Zelle. Der Zellkern ist in der Mitte der 










Adhärente T98G-Zellen stammen von einem menschlichen Glioblastom. Sie sind von 
einem menschlichen Glioblastoma multiformen Tumor abgeleitet und zeigen eine 
hyperpentaploide Anzahl an Chromosomen, mit einer modalen Chromosomenzahl 
zwischen 128 und 132. Weiterhin zeigen diese Zellen eine einzigartige Kombination an 
normalen und transformierten Eigenschaften der Zellproliferation: Sie verhalten sich wie 
normale Zellen, indem sie unter Bedingungen der stationären Phase in der G1-Phase 
gestoppt werden, gleichzeitig zeigen sie transformierte Eigenschaften, wie Bindungs-
unabhängigkeit (anchorage independence) und Unsterblichkeit [72,73]. 
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Abbildung 2.9  T98G-Zellen 
(A): Das Bild zeigt eine Phasenkontrastaufnahme von T98G-Zellen, die sich der Konfluenz nähern. 
(B): Die CLSM-Aufnahme zeigt eine eGFP-exprimierende T98G-Zelle. Der Zellkern ist in dem 





Bei den TP366 Zellen handelt es sich um menschliche Glioblastoma-Zellen [99]. Die 
Zellen sind hypertriploid und besitzen 79 Chromosomen (vier Exemplare des 
Chromosoms 19) [100]. 
 




 A    B 
 
Abbildung 2.10  TP366-Zellen 
(A): Das Bild zeigt eine Phasenkontrastaufnahme von konfluenten TP366-Zellen. Die typische 
Ausrichtung der TP366 Zellen bei Annährung an die Konfluenz ist gut zu erkennen. (B): CLSM-





Adhärente Zellen (HEK-293, HeLa, TP366, T98G) wurden in phenolrotfreiem DMEM 
(Dulbecco’s modified Eagles Medium) (Invitrogen Life Technologies, Carlsbad, CA, USA) 
mit 10 % fetal calf serum und 1 % Glutamine (Biochrom, Germany) bei 37 °C in 
kontrollierter feuchter 5 %-CO2-Atmosphäre angezüchtet. Phenolrotfreies Medium wird 
verwendet, da das Phenolrot fluoresziert und dadurch die FCS-Messungen stört. Um es 
vollständig aus den Zellen zu entfernen, sind mehrere Passagen notwendig. Einmaliges 
Waschen der Zellen mit phenolrotfreiem Medium ist unzureichend. 
 
Zweimal pro Woche, oder nach Bedarf, werden die Zellen, nachdem sie eine 80 % -
100 %-ige Konfluenz erreicht haben, umgesetzt. Hierfür wird zunächst das Medium 
entfernt, die Zellen mit 10 ml einer Hanks' Balanced Salts (PAN-Biotech, Aidenbach, 
Germany) Lösung gewaschen und anschließend mit einer 0,125 % (w/v) Trypsin/EDTA-
Lösung vom Boden der Gewebekulturflaschen gelöst. Danach werden die Zellen, je nach 
Zelllinie und Bedarf, 1:5 bis 1:80 in frischem Medium verdünnt und in Gewebekultur-
flaschen neu angelegt. 
Drei Tage vor den Messungen wird die verdünnte Zellensuspension in 6-Well-Zellkultur-
Multiwell-Platten ausplattiert. Dazu wird zuerst ein 32 mm Deckglas in jedes Well 
gegeben, welches anschließend mit 5 ml der Zellsuspension befüllt wird. Nach zwei 
Tagen werden die mit Zellen bewachsenen Deckgläser herausgenommen, für wenige 
Sekunden unter Schütteln in einer 37 °C warmen Hanks-Lösung gewaschen und in eine 





Unmittelbar nach dem Mediumwechsel erfolgt die Doppeltransfektion mit H2A-mRFP1 
und eGFPn (siehe nächster Abschnitt). 
Alternativ zur Verwendung der für diese Arbeit entworfenen CHAMO-Meßkammern 
(siehe Kapitel 3.3) wurden auch Nunc (Naperville, IL, USA)gekammerte Objektträger 
benutzt. Bei diesen werden zwei Tage vor den Messungen die Zellen so verdünnt, dass pro 
Kammer ungefähr 100.000 Zellen ausplattiert werden. Am darauffolgenden Tag (ein Tag 
vor den Messungen) werden die Zellen transfiziert (siehe nächter Abschnitt). 
 
2.5.3. Transfektionen  
 
Zu Beginn der Arbeit wurde TransFectin Lipid Reagent (Biorad) nach dem Hersteller-
protokoll verwendet und später gegen FuGENE 6 (Roche Diagnostics) ausgetauscht, da 
letzteres bessere Transfektionsergebnisse lieferte. Letztendlich brachte FuGENE HD 
(Roche Diagnostics) die besten Transfektionsraten. Tabelle 2.1 gibt einen Überblick über 
die Konstrukt- und Zelllinien abhängigen, verwendeten Mengen für die Transfektionen. 
 
 Hek293 HeLa TP366 T98G 
eGFP 
 100 µl RPMI 
 8 µl FHD 
 1 µl mRFP-DNA  
[165 µg/ml] 
 0,33 µl eGFP-DNA 
[140 µg/ml] 
 100 µl RPMI 
 8 µl FHD 
 1 µl mRFP-DNA  
[165 µg/ml] 
 0,33 µl eGFP-DNA 
[140 µg/ml] 
 100 µl RPMI 
 8 µl FHD 
 4 µl mRFP-DNA  
[165 µg/ml] 
 1 µl eGFP-DNA 
[140 µg/ml] 
 100 µl RPMI 
 8 µl FHD 
 3 µl mRFP-DNA 
[165 µg/ml] 
 1,5 µl eGFP-DNA 
[140 µg/ml] 
eGFP2 
 100 µl RPMI 
 8 µl FHD 
 1 µl mRFP-DNA  
[165 µg/ml] 
 0,33  µl eGFP2-DNA 
[170 µg/ml] 
 100 µl RPMI 
 8 µl FHD 
 0.5 µl mRFP-DNA 
[165 µg/ml] 
 0,25 µl eGFP2-DNA 
[170 µg/ml] 
 100 µl RPMI 
 8 µl FHD 
 1 µl mRFP-DNA  
[165 µg/ml] 
 0,33 µl eGFP2-DNA 
[170 µg/ml] 
 100 µl RPMI 
 8 µl FHD 
 1 µl mRFP-DNA 
[165 µg/ml] 
 0,33 µl eGFP2-DNA 
[170 µg/ml] 
eGFP3 
 100 µl RPMI 
 8 µl FHD 
 1 µl mRFP-DNA  
[165 µg/ml] 
 0,33 µl eGFP3-DNA 
[120 µg/ml] 
 100 µl RPMI 
 8 µl FHD 
 0,5 µl mRFP-DNA 
[165 µg/ml] 
 0,25 µl eGFP3-DNA 
[120 µg/ml] 
 100 µl RPMI 
 8 µl FHD 
 1 µl mRFP-DNA  
[165 µg/ml] 
 0,33 µl eGFP3-DNA 
[120 µg/ml] 
 100 µl RPMI 
 8 µl FHD 
 2 µl mRFP-DNA 
[165 µg/ml] 
 1 µl eGFP3-DNA 
[120 µg/ml] 
eGFP4 
 100 µl RPMI 
 8 µl FHD 
 1 µl mRFP-DNA  
[165 µg/ml] 
 0,33 µl eGFP4-DNA 
[200 µg/ml] 
 100 µl RPMI 
 8 µl FHD 
 2 µl mRFP-DNA  
[165 µg/ml] 
 1 µl eGFP4-DNA  
[200 µg/ml] 
 100 µl RPMI 
 8 µl FHD 
 1 µl mRFP-DNA  
[165 µg/ml] 
 0,33 µl eGFP4-DNA 
[200 µg/ml] 
 100 µl RPMI 
 8 µl FHD 
 3 µl mRFP-DNA 
[165 µg/ml] 
 1,5 µl eGFP4-DNA 
[200 µg/ml] 
 
Tabelle 2.1  Übersicht der verwendeten Transfektionsmischungen 
FHD: FuGENE HD. Die verwendete Menge an DNA ist abhängig von dem Plasmid und der Zelllinie. 
 




Die Zellen werden einen Tag vor den Messungen direkt in der Messkammer transfiziert. 
Dabei wird das Transfektionreagenz Fugene HD von Roche Diagnostics nach einem 
optimierten Protokoll des Herstellers verwendet, um das gewünschte Expressionsprotein 
in die Zellen zu bringen. Für jede Zelllinie und jedes Konstrukt werden verschiedene 
Mengen an DNA, sowie Reagenzien verwendet, da jede Zelllinie die Proteine 
unterschiedlich stark exprimiert und anders auf das Transfektionsreagenz reagiert. 
 
Nach der Transfektion mit den verwendeten Mengen bleiben alle Zelllinien lebenstüchtig 




Um die Bewegungen der Zellen während den Messungen zu vermindern, wurden zwei 
unterschiedliche Methoden angewendet. 
i. Cell-Tak 
 
Bei Cell-Tak (BD Biosciences) handelt es sich um ein Klebemittel für Zellen und Gewebe. 
Es basiert auf Proteinen, die aus der Seemuschel Mytilus edulis extrahiert werden. Diese 
Proteine bilden die Hauptkomponente des von der Muschel abgesonderten Klebers, den 
sie verwendet, um sich an festen Subtraten in ihrer marinen Umgebung zu verankern. 
Cell-Tak ist bio-kompatibel und ermöglicht das schnelle Fixieren innerhalb von 15 
Minuten von Zellen und Gewebe auf verschiedenen Oberflächen, wie zum Beispiel Glas 
oder Plastik. Dadurch sollen die Bewegungen der Zellen während der Messungen 
unterbunden werden. 
Cell-Tak wurde auf seine Anwendungstauglichkeit für FCS-Messungen hin getestet. Dafür 
wurden Messkammern nach Herstellerangabe durch Adsorption bedeckt und mit einer 
wässrigen Alexa 488-Lösung befüllt. Die Ergebnisse der FCS-Messungen wurden mit 
Messungen aus einer unbehandelten Messkammer unter gleichen Bedingungen 
verglichen. Dabei konnte keine signifikante Veränderung der Anzahl der Moleküle im 
Fokus oder der Diffusionszeit festgestellt werden, was eine unbeschränkte Benutzung der 




Bei dem Mangel-Medium handelt es sich um ein modifiziertes Nährmedium für die 
Zellkultur. Normales phenolrotfreies DMEM-Medium wird mit 2 % Serum anstatt der 
üblichen 10 % angesetzt. Dies bewirkt, dass die Zellen sich etwas langsamer teilen und 





Bei in vivo Versuchen konnte nur ein verlangsamtes Wachstum der Zellen festgestellt 
werden, das keinen Einfluss auf ihr Überleben hat. Die transiente Expression von 




HeLa-Zellen wurden zur Gewinnung von eGFP-Proteinen lysiert. Die so erhaltenen 
eGFPn-Proteine wurden zur in vitro Analyse der Diffusionseigenschaften von Mono- und 
Multimeren, sowie zur Kontrolle ihrer Expression in HeLa-Zellen verwendet. 
 
Die Vorkultur der HeLa-Zellen erfolgt wie im Abschnitt 2.5.2 beschrieben bis eine 
Zelldichte von ungefähr 60-70 % erreicht wird, jedoch in größeren Zellkulturflaschen 
(Greiner bio-one) mit 250 ml Volumen. Danach werden die Zellen mit den verschiedenen 
eGFPn-Plasmiden, wie im Abschnitt 2.5.3 beschrieben, unter Berücksichtigung der 
größeren Fläche, transfiziert. Am darauffolgenden Tag werden die Zellen 1:4 in vier 
15 cm-Petrischalen mit je 30 ml der Zellsuspension umgesetzt und über Nacht im 
Brutschrank bei 37 °C in kontrollierter 5 % CO2-Atmosphäre inkubiert. 
 
Am nächsten Tag werden die konfluenten Zellen bei 4 °C (Kühlraum) aus den 
Petrischalen vereinigt. Dazu werden die Schalen 3- bis 4-mal mit 30 ml 100 nM STE-
Puffer (100 mM NaCl, 10 mM Tris, 1 mM EDTA) bei 4 °C gewaschen, und die Zellen von 
der Oberfläche der Petrischalen mit Hilfe eines Schabers abgekratzt. Die dabei 
entstandene, hochkonzentrierte Zelllösung wird in einem DOUNCE Handhomogenisator 
elf Mal homogenisiert. Diese Anzahl an Zerkleinerungsschritten gewährleistet die 
Öffnung der Zellmembranen, verhindert aber das Zerstören der Zellkerne. Dadurch wird 
die DNA nicht in die Zelllösung freigegeben. 
 
Die homogenisierte Zelllösung wird anschließend in einer Sorvall-Zentrifuge mit einem 
SS34 Rotor für 25 min bei 13.000 U/min, alternativ 1 Stunde bei 10.000 U/min mit einem 
HB-4 Rotor zentrifugiert. Der Überstand wird auf Vivaspin Zentrifugalfiltereinheiten mit 
einer Polyethersulfonmembran gegeben: für eGFP1 werden 10.000 Da Vivaspin 
verwendet, für eGFP2, eGFP3 und eGFP4 jeweils 30.000 Da Vivaspin. Die eGFPn-Lösungen 
werden für mehrere Stunden in einer Heraeus Zentrifuge bei 25.000 U/min gewaschen 
und konzentriert. Es erfolgt eine regelmäßige Zugabe von STE-Puffer, um ein 
Austrocknen der Proben zu vermeiden. Anschließend werden die Vivaspin 
Zentrifugalfiltereinheiten umgedreht und nocheinmal kurz (ca. 1 Minute) zentrifugiert. 
Dabei werden die eGFPn-Proteine wieder von der Membran gelöst und vom STE-Puffer 
aufgenommen. 
Die gereinigten und aufkonzentrierten Lösungen werden im Kühlschrank bei 4 °C dunkel 
gelagert. 
 








Das Absorptionsspektrum ist die wellenlängenabhängige Extinktion Eλ einer Probe (auch 
optische Dichte oder Absorbanz des Materials für Licht der Wellenlänge λ genannt). 
Dabei ist 
 
Eλ = lg (I0(λ) / I(λ)) Gleichung 2.1
 
mit I0(λ) als einfallende Strahlung und I(λ) als austretende Strahlung des Lichtes in der 
Probe. Durch Messung des Extinktionskoeffizienten der untersuchten Substanz in der 
Lösung bei einer charakteristischen Wellenlänge kann ihre molare Konzentration 
bestimmt werden. Grundlage dabei ist das Lambert-Beersche Gesetz, wonach die 
Extinktion Eλ bei einer festen Wellenlänge λ proportional zum dekadischen molaren 
Extinktionskoeffizienten bei dieser Wellenlänge ελ, der Konzentration c und der 
Schichtdicke der durchstrahlten Lösung d  ist: 
 
Eλ = ελ  c  d Gleichung 2.2 
 
Alle Absorptionsmessungen erfolgten in einem Spektralphotometer Cary 4E (Varian, 
Mulgrave, Australia) bei Raumtemperatur in Quarzküvetten (Hellma). 
Das Gerät ermöglicht das Aufnehmen von Spektren in einem Wellenlängenbereich von 
220 bis 750 nm mit einer Genauigkeit von 0,001 OD (Optische Dichte). Für alle 
Messungen wurde der Puffer, in dem die untersuchte Substanz gelöst war, als Referenz 
verwendet und das Spektrum mit einer gerätespezifischen Nulllinie korrigiert. Zur 
Bestimmung der DNA-Konzentrationen über die Absorption bei 260 nm wurde mit 
1 OD = 50 μg/ml gerechnet. Dieser Wert kann mit Hilfe von Gleichung 2.2 und dem 
Einsetzen von Eλ = 1, d = 1 und ελ = 20 g-1cm-1L (für doppelsträngige DNA) berechnet 
werden. Konzentrationsbestimmungen von Fluorophoren erfolgten bei dem jeweiligen 
Emissionsmaximum nach dem Lambert-Beerschen Gesetz mit Hilfe bekannter 




Das Fluorimeter dient zur Messung von Anregungs- und Emissionsspektren 
fluoreszierender Substanzen. Dabei wird entweder die Wellenlänge des Anregungskanals 
variiert und die des Detektionskanals festgehalten (Anregungsspektrum) oder umgekehrt 
(Emissions-Spektrum). 
Sämtliche Emissionsspektren werden bei Raumtemperatur mit dem Fluoreszenz-





700 nm aufgenommen. Als Lichtquelle für die Anregung dient eine 450 Watt Xenon 
Hochdrucklampe, mit der über Monochromatoren und Blenden (Schlitzweite 4 nm) eine 
dreifenstrige Quarzküvette mit einem Volumen von 50 μl und 3 mm Lichtweg (Hellma, 
Müllheim) beleuchtet wird. Schwankende Lampenintensität sowie Hintergrundsignale 
und Beiträge des Puffers werden korrigiert. 
 




Alle Autokorrelationsmessungen wurden mit dem Fluoreszenz Fluktuationsmikroskop 
(FFM) [84] durchgeführt, welches konfokal angelegt ist, und in der Abteilung gebaut 
wurde. Das gesamte FFM-System ist in Abbildung 2.11 detailliert dargestellt, auf welche 
sich die Beschreibung in diesem Abschnitt bezieht.  
 
Der Aufbau kombiniert ein FCS / FCCS-Modul [101,102] mit einem zwei achsigen M2 
Galvanometer-Scanner (GSI Lumonics, Unterschleißheim, Deutschland) (siehe Kapitel 3), 
und ist an den Videoausgang eines inversen IX-70 Mikroskops (Olympus, Hamburg, 
Deutschland) montiert. Es wird ein UplanApo /  IR 60X Wasserimmersions-Objektiv mit 
einer numerischen Apertur von 1,2 (Olympus) verwendet. Die Laserleistung kann mittels 
eines polychromatischen akustooptischen Modulators AOTF Nc (AA Opto Electronic, 
Frankreich) exakt eingestellt werden, welcher auch die Auswahl der einzelnen 
Laserlinien ermöglicht. Eine Inkubationskammer (EMBL, Heidelberg, Deutschland) ist auf 
dem Mikroskop montiert und gewährleistet eine kontrollierte, feuchte Atmosphäre 
(37 °C, 5 % CO2), die lange Arbeitszeiten für Zellmessungen ermöglicht. Alle verwendeten 
Filter stammen von der Firma Omega Optical (Brattleboro, VE, USA). 
 
Für die Anregung der Fluoreszenz steht ein Argon-Krypton-Laser (CVI Melles Griot, 
Bensheim, Deutschland) mit den Laserlinien 488, 568 und 647 nm zur Verfügung. Alexa 
488, eGFP, Fluorescein, und Rhodamin 6G wurden mit der 488 nm Linie angeregt, Alexa 
568 und mRFP1 mit der 568 nm Linie. Das Anregungslicht aus dem Laser wird über einen 
Einkoppler durch eine Monomoden-Lichtfaser geführt, an deren Austrittsöffnung es 
durch einen in X- und Y-Richtung justierbaren Kollimator parallelisiert und anschließend 
durch eine achromatische Linse in eine Zwischenbildebene fokussiert wird. Dieser 
Achromat ist an dem Modul in allen drei Raumrichtungen justierbar, was die 
Positionierung des Fokus, und damit des beleuchteten Volumens in der Probe, relativ zum 
Bild der Lochblende ermöglicht. Der Laserstrahl verläuft durch einen Anregungsfilter 
(490-577 DBEX für die Anregungswellenlänge von 488 und 568 nm) und wird mit Hilfe 
des dichroitischen Spiegels (490-575 DBDR) durch die Descanlinse auf die Spiegel des 
zwei-achsigen M2 Galvanometerscanners weitergeleitet. Dieser ermöglicht die 
Positionierung des Laserfokus in der Probe mit sehr hoher Genauigkeit (ca. 25 nm), sowie 




die Abrasterung der Probe bei der Aufnahme konfokaler Bilder. Das Anregungslicht wird 
weiter durch eine Scanlinse (F-Theta-Objektiv FVX-IR-PL von Olympus (Hamburg, 
Deutschland)) geführt und anschließend durch das Objektiv in ein Volumenelement, 
kleiner als 1 Femtoliter, stark fokussiert. Das, von den Fluorophoren während der 
Diffusion durch den Fokus, emittierte Fluoreszenzlicht wird von dem Objektiv 
eingesammelt und auf dem gleichen Weg wie das Anregungslicht, in entgegengesetzter 
Richtung, durch die optischen Elemente des Mikroskops zurückgeführt. Durch die 
Descanlinse (Achromat) hinter dem Scannern wird es wieder von einem parallelen zu 
einem konvergenten Strahl fokussiert, mit Brennpunkt auf der Ebene der Lochblende. Es 
passiert den dichroitischen Anregungsspiegel (mit zwei reflektierenden und zwei 
transmittierenden Bändern, aufgrund der Anregung mit zwei Linien) und die Lochblende 
mit einem Durchmesser von 50 µm unterdrückt Streu- und Fluoreszenzlicht, das 
außerhalb des beleuchteten Volumens in der Probe entsteht. Diese Lochblende ist in den 
X- und Y-Richtungen (die Z-Richtung entspricht dem Weg des Laserstrahles) minimal 
einstellbar, um die konfokale Justage des FFM-Systems zu erleichtern. Durch einen 
dichroitischen Emissionsspiegel (570 DRLP 02) wird die Fluoreszenz in ihre spektralen 
Anteile zerlegt, und das grüne Fluoreszenzlicht in Richtung des ersten Detektors 
reflektiert, wobei der rote Anteil zu dem zweiten Detektionskanal transmittiert wird. Die 
Fluoreszenz wurde zwischen 515 und 545 nm (530DF30 Bandpassfilter) für die grün 
emittierenden Fluorophore (erster Kanal) und zwischen 608 und 662 nm (635DF55 
Bandpassfilter) für die rot emittierenden Fluorophore (zweiter Kanal) detektiert. Die 
Lochblende wird durch jeweils eine justierbare Detektionslinse auf die sensitiven Flächen 
(typisch 175 µm Durchmesser) von den zwei SPCM-AQR-13 Avalanche-Photodioden 
(Perkin-Elmer, Wellesley, MA, USA) abgebildet. Dort erzeugen die Fluoreszenzphotonen 
einen elektronischen Impuls mit einer Quantenausbeute von bis zu 65 % bei 550 nm. Das 
erzeugte Signal wird über ein 50 Ω Koaxialkabel an eine ALV-5000/E Korrelator-Karte 
(ALV Laser GmbH, Langen, Deutschland) weitergeleitet, welche die Zählrate, sowie die 
Autokorrelationsfunktionen des Signals in (fast) Echtzeit berechnet, abspeichert und auf 
dem Computerbildschirm darstellt. Während der Messung werden die 
Intensitätsfluktuationen (in kHz), sowie die Korrelationsfunktionen der einzelnen 
Messläufe, angezeigt. Die Zeitserien, der über die Zeit Δt aufsummierten Zählraten, 
können gesondert für alle Messläufe abgespeichert werden, und die 
Korrelationsfunktionen der einzelnen Läufe, sowie die gemittelte Funktion über alle 
Läufe, stehen zur Verfügung. 
 
Das in unserem Labor entwickelte Programm FFM [102] steuert das System und erlaubt 
die Aufnahme sowohl von Konfokal- als auch Durchlichtbildern, sowie die Positionierung 
des Laserfokus für FCS-Messungen mit einer Genauigkeit von ca. 25 nm [103]. 
 
Die FCS-Messungen in Zellen wurden bei einer Laserstärke zwischen 5 und 9 kW/cm2 
durchgeführt und das FFM-Gerät wurde bei der für die Messungen in Zellen verwendeten 







Abbildung 2.11 Schematische Darstellung des FFM-Aufbaus 
Das Größenverhältnis zwischen den verschiedenen Komponenten wurde nicht berücksichtigt, um eine 
bessere Lesbarkeit zu erreichen. Auch auf eine Abbildung des Inkubators wurde verzichtet. 






1: Argon-Krypton-Laser als Lichtquelle mit 3 Wellenlängen: 488, 568 und 647 nm 
2: Laserstrahl mit den 3 Wellenlängen 
3: polychromatischer akustooptischer Modulator AOTF zur Auswahl der Laserlinien und Regulation 
der Laserstärke 
4: Bedienelement des polychromatischen akustooptischen Modulators 
5: durch den polychromatischen akustooptischen Modulator deflektierte unbenutzte Wellenlänge 
(647 nm in diesem Beispiel) 
6: verwendete, in ihrer Intensität regulierte Wellenlänge (488 und 568 nm) 
7: Einkoppler zur Einkopplung des Laserlichtes in die optische Faser mit Justiervorrichtung 
8: optische Faser 
9: Auskopplung des Laserlichtes aus der optischen Faser über einen Kollimator am FCS-Modul mit 
Justiervorrichtung und XY-Tisch zur genauen Positionierung 
10: FCS-Modul 
11: verstellbarer Tubus mit Achromat Linse zur Justierung des Strahlenganges 
12: Anregungsblock mit dem Anregungsfilter (490-577 DBEX für Anregungswellenlängen von 488 
und 568 nm) und dem dichroitischen Spiegel zur Auftrennung der Anregungs- und 
Emissionswellenlängen (490-575 DBDR) 
13: Descanlinse 
14: XY-Tisch zur genauen Positionierung des FCS-Moduls (Positionierung des Fokus in der XY-
Ebene am Mikroskop)  
15: XY-Galvanometerscanner für LSM, bestehend aus 2 Spiegeln mit Schrittmotoren 
16: Scanlinse, F-Theta-Objektiv FVX-IR-PL von Olympus (Hamburg, Deutschland) 
17: Motor zur Z-Verstellung des Objektivs 
18: Olympus 60x 1.2 NA Objektiv 
19: verstellbarer, motorisierter Mikroskoptisch zur Positionierung der Probe 
20: Probenhalter 
21: vergrößerte Darstellung des Laserfokus mit den diffundierenden fluoreszierenden Molekülen 
22: Lochblende mit 100 µm Durchmesser zur Erzeugung einer konfokalen Detektionsebene 
23: Emmissionsblock des ersten Kanals mit dichroitischem Spiegel (570 DRLP 02) und 
Detektionsfilter (530DF30) 
24: Detektionslinse, f = 30 mm 
25: Emmissionsblock des zweiten Kanals mit 100 % Spiegel und Detektionsfilter (635DF35) 
26: Detektionslinse, f = 25 mm 
27: Avalanche Photodiode (Detektor) des ersten Kanals  
28: Avalanche Photodiode (Detektor) des zweiten Kanals 
29: Schutzschaltung der Photodiode des ersten Kanals 
30: Schutzschaltung der Photodiode des zweiten Kanals 
31: Netzteil für die Avalanche Photodioden 
32: Joystick zur Positionierung der Probe in X-,Y- und Z-Richtung 
33: Controller und Stromversorgung für den Mikroskoptisch 
34: Netzteil für den Scanner-Controller 
35: Scanner-Controller für die genaue Positionierung des Laserfokus in Proben und für Laser 
Scanning Microscopy (LSM) 







Der Mess-Aufbau wurde mit Hilfe von Alexa 488 (Molecular Probes, Eugene, Oregon) für 
den grünen Kanal und mit Alexa 568 (Molecular Probes, Eugene, Oregon) für den roten 
Kanal kalibriert. Das Volumen wurde an jedem Messtag unter Verwendung einer 20 nM 
Alexa 488-Lösung bestimmt und mehrmals im Laufe der Messreihen auf Veränderungen 
kontrolliert, um konsistente Daten zu gewährleisten. 
 
i. Messungen in Lösungen 
 
FCS-Messungen in freier Lösung wurden bei einer Fokustiefe von 20 µm relativ zur 
Oberfläche des Probenhalters gemessen. Der Einfluss der Messtiefe wird im Kapitel 4.3 
beschrieben. Die Position des Deckglases kann vor der Messung festgestellt werden, 
indem die Reflexionen des Laserlichtes über das Okular beim Durchfahren des Z-
Bereiches beobachtet werden. Der Ursprung der Koordinaten im Mikroskopprogramm 
FFM wird dann auf die obere Grenzfläche zwischen Probe und Deckglas gesetzt, was eine 
relative Orientierung in Z-Richtung erlaubt. 
Die Fluktuationen der Fluoreszenz werden für jeden Punkt mit 6 Läufen von jeweils 10 
Sekunden aufgenommen. Dabei ist es wichtig die optimale Zählrate auszuwählen. Ein 
Wert von 200 kHz sollte erreicht werden, aber auch Zählraten von nur 2 kHz können 
schon gemessen werden, solange das Signal-zu-Rausch-Verhältnis hoch genug ist und das 
Hintergrundrauschen nicht korreliert. Zu hohe mittlere Zählraten (über 700-800 kHz) 
sollten dagegen vermieden werden, da sonst keine verlässliche Analyse aufgrund der zu 
hohen Anzahl an Molekülen im Fokus mehr möglich ist. 
 
Für die Messungen wurden wahlweise Nunc (Naperville, IL, USA) Kammern oder die im 




Zu Beginn der Messungen in einer Zelle wird mit dem CLSM-Verfahren ein konfokales 
Bild durch den Querschnitt der beobachteten Zelle aufgenommen. Auf diesem Bild 
werden bis zu fünf Punkte an zufällig ausgewählten Positionen, die Nukleolen meidend, 
im Zellkern gewählt 2. Eine höhere Anzahl an Messpunkten, mit je einer Minute Messzeit, 
                                                 
2 Im Gegensatz zu den Messungen in freier Lösung können hier die Punkte nicht mit sechs Läufen von 
jeweils zehn Sekunden festgelegt werden. Jeder Punkt muss als sechs einzelne Punkte mit jeweils einem 
Lauf von zehn Sekunden deklariert werden. Dies beruht auf der Funktionsweise des ALV-5000-Programms: 
Nur die Intensitätsdaten für den letzten Lauf eines Punktes werden gespeichert. Dadurch gehen alle 
Informationen über die Intensitätsvariationen der 5 vorherigen Läufe verloren, nur die Autokorrelations-
daten werden für diese Läufe gespeichert. 




würde zu Zellbewegungen oder sogar Zellschäden führen. Danach wird die Auto-
korrelation in beiden Kanälen gemessen und anschließend ein zusätzliches Bild auf-
genommen, um Position und Zustand der Zelle zu kontrollieren (siehe Kapitel 2.7.3.iii). 
 
Um Zellschäden und Zellbewegungen zu vermeiden werden die Laserstärken für beide 
Wellenlängen so niedrig wie möglich gehalten. Sie sollen jedoch hoch genug sein, um 
Artefakte zu vermeiden, in diesem Fall circa 5 kW/cm² pro Laserlinie (siehe Kapitel 4.2).  
 
Die Messtiefe wird an die Größe der Zellen angepasst und beträgt zwischen 5 und 50 µm, 
je nach Zelle und Zelllinie. 
 
iii. Räumlich aufgelöste FCS 
 
Ein gut charakterisiertes FFM-System erlaubt die Ermittlung von Diffusionskoeffizienten 
in jedem Punkt einer beobachteten Probe. So ist es möglich mit dem verwendeten System 
Diffusionskarten von Zellen oder Zellkernen aufzunehmen. 
Bei dieser Methode werden FCS-Messungen verteilt über die gesamte Zelle oder den 
gesamten Zellkern aufgenommen. Mit den gemessenen diffusiven Eigenschaften wird 
anschließend eine Karte der Diffusion erzeugt.  
Dafür gibt es grundsätzlich zwei verschiedene Möglichkeiten. Bei der ersten Methode 
wird eine sehr große Anzahl an Punkten für jeweils eine sehr kurze Zeit gemessen [104]. 
Daraus ergibt sich eine fein aufgelöste Karte, die aber, verursacht durch die kurze 
Messzeit, große Unsicherheit in den resultierenden Diffusionskoeffizienten aufweist. Bei 
der zweiten Variante werden weniger Punkte aufgenommen, jedoch mit einer längeren 
Messzeit pro Punkt, um Artefakte zu vermeiden. Die Karten zeigen nur kleine Fehler der 
Diffusionswerte, jedoch mit einer verminderten räumlichen Auflösung. 
Da der Schwerpunkt dieser Arbeit bei den diffusiven Eigenschaften der Moleküle liegt, 
wurde die zweite Methode verwendet. Die hier vorgestellten Karten wurden aus 
Messpunkten mit 2 Läufen von jeweils 3 Sekunden interpoliert. 
 
Ähnlich dem Verfahren für Live-Cell-FFM wird ein konfokales Bild durch den 
Querschnitt einer HeLa-Zelle, die freies eGFP und H2A-mRFP1-Histon exprimiert, 
aufgenommen. Danach werden bis zu 50 Punkte in der gesamten Zelle oder im Zellkern 
verteilt. Aufgrund der hohen Anzahl an Messpunkten können hier die Messpunkte nicht 
als 6 Läufe von jeweils 10 Sekunden definiert werden, da sonst die Zellen Schäden davon 
tragen würden oder sich im Laserfokus bewegen könnten. Als Kompromiss wurden 
2 Läufe von jeweils 3 Sekunden und 3 Läufe von jeweils 1 Sekunde durchgeführt (siehe 
Kapitel 4.10). Im Gegensatz zu den Messungen von einzelnen Punkten in lebenden Zellen 
(Live-Cell-FFM, siehe Kapitel 2.7.2.ii) werden hier die Informationen über die 
Chromatindichte nicht von den Werten der gemessenen Zählraten im roten Kanal 






Um die von der Zelle absorbierte Energie weiter zu minimieren, wird das mRFP1-Protein 
mit der 488 nm Laserlinie angeregt und nicht wie üblich mit der 568 nm Linie. Dies ist 
möglich, da mRFP1 bei 488 nm noch eine Emission von mehr als 35 % gegenüber seinem 
Emissionsmaximum bei 584 nm aufweist [24,68]. Dies ist hoch genug, um ein 
ausreichendes Signal-zu-Rausch-Verhältnis zu gewährleisten. 
 
Ähnlich wie bei Live-Cell-FFM wird die Laserstärke auf 5 kW/cm² eingestellt, bleibt so 
aber noch hoch genug, um Artekfakte zu vermeiden. Die Messtiefe beträgt auch hier 




Vor der Analyse werden die Daten sortiert, um Messfehler oder Artefakte auszuschließen. 
Damit sind unter anderem Probleme in der Autokorrelationskurve gemeint, die sowohl 
durch das Verdunsten des Wassers zwischen Objektiv und Probenhalter, als auch durch 
die Diffusion von Aggregaten durch den Fokus oder Bewegungen der Zelle erzeugt 
werden. 
 
i. Messdaten aus Lösungen 
 
Hierbei erfolgt die Kontrolle der aufgenommenen Autokorrelationskurven mit dem in der 
Abteilung geschriebenen Programm CorrRunSel [102]. CorrRunSel steht für Correlation 
Run Selector, und wie der Name schon sagt, ermöglicht das Programm für jeden 
Messpunkt das Betrachten und Auswählen der einzelnen Läufe, sowie deren Verwerfen 
bei Fehlern oder Problemen. Ein Beispiel dafür, und ein Überblick über die 
Programmoberfläche, werden in Abbildung 2.12 gezeigt. Leicht zu erkennen ist die rot 
markierte Kurve, die einen von der Kurvenschar abweichenden Lauf zeigt. 
 
Nach dem Verwerfen der problematischen Läufe eines Messpunktes wird von dem 
Programm CorrRunSel eine neue Datei geschrieben, in der die übrigen Läufe unverändert 
abgespeichert sind, während der Mittelwert der Autokorrelationskurve neu berechnet 
wird. 
 
Es werden nie mehr als 3 von 6 Läufen verworfen, da sonst die Anzahl an Läufen für eine 
vernünftige Statistik unzureichend ist. Sollten mehr Läufe Probleme aufweisen, so wird 
der komplette Messpunkt aussortiert. 
 

























Abbildung 2.12  Oberfläche des 
Programms CorrRunSel 
Unten links sind die 6 einzelnen 
Autokorrelationskurven, die 
einen Messpunkt bilden, gut zu 
erkennen. Die rote Kurve zeigt 
einen problematischen Lauf. 
 
ii. Messdaten aus dem Zytoplasma 
 
Eine erste Sortierung erfolgt auf der Basis der aufgenommenen Bilder: Wenn eine Zelle 
Bewegungen zwischen dem ersten (vor der Messung) und dem zweiten (nach der 
Messung) aufgenommenen Bild zeigt, wird die Zelle aussortiert. 
Eine zweite Sortierung erfolgt nach dem gleichen Prinzip wie für die Daten der 
Experimente in Lösung. Mit Hilfe des Programms CorrRunSel werden die einzelnen Läufe 
begutachtet, und wenn nötig, verworfen. 
 
iii. Messdaten aus Zellkernen 
 
Bei den in Zellkernen aufgenommenen Daten, bei denen die Information der 
Chromatindichte wichtig ist, unterscheidet sich die Datensortierung von den vorherigen 
Verfahren. 
 
Auch hier erfolgt eine erste Sortierung der Daten auf Basis der aufgenommenen Bilder. 
Jede Zelle, die Bewegung zwischen dem ersten (vor der Messung) und dem zweiten (nach 








Abbildung 2.13  Beispiel einer Zellbewegung  
Die zwei oberen Bilder zeigen die Zelle (grün) und den Zellkern (rot) vor den 
FCS–Messungen. Unten sind Zelle und Zellkern nach den Messungen zu 
sehen. Die Bewegung ist anhand der drei markierten Messpunkte (weiße 
Kreuze) deutlich zu erkennen. 
 
Da eine Sortierung auf Basis der Bilder nicht ausreichend ist für den Fall von 
intranuklearer Reorganisation, basiert die zweite Aussortierung auf der Analyse der 
aufgenommenen Zählrate des roten Kanals, der die Fluoreszenzintensität der Histone und 
daher des Chromatins wiedergibt. Hierfür wird das Programm QuickFit verwendet. Bei 
der verwendeten Laserstärke bleicht das mRFP während den Messungen üblicherweise 
aus, aufgrunddessen sollte die Intensität im roten Kanal mit fortschreitender Messung 
langsam und gleichmäßig abnehmen. Zeigt ein Punkt eine anormale Abnahme der 
Fluoreszenzintensität, wie zum Beispiel einen sehr schnellen Abfall oder gar einen 
Anstieg nach einem anfänglichen Abfall, ist dies ein Indikator dafür, dass sich die Zelle 
bewegt oder sich die intranukleare Struktur verändert hat. Abbildung 2.14 zeigt solch ein 
Beispiel: Bei dem ersten Lauf (oberste Kurve) steigt das Intensitätssignal (bei 7 Sekunden 
Messzeit), nach anfänglicher Abnahme, wieder. Noch deutlicher wird es bei den weiteren 
Läufen. Solche Punkte werden aussortiert, ebenso wie alle Punkte, bei denen Zweifel an 
der Position bestehen könnten. 
 







Abbildung 2.14  Anormaler Abfall der 
Fluoreszenzintensität 
Schon die erste Kurve, die den Abfall der 
mRFP1-Fluoreszenz von 600 auf 290 kHz 
darstellt, weist durch die Abflachung und dem 
anschließend folgenden Anstieg ab 
6 Sekunden Messzeit, Bewegungen auf. Sehr 
deutlich ist das Problem auf der rot markierten 
Kurve, die den zweiten Lauf zeigt, zu sehen. 
Oft sind solche Bewegungen nicht auf den 
Bildern zu erkennen, da es sich um 
intranukleare Reorganisation handelt. 
 
Auch wenn durch diese Aussortierung große Mengen an unbrauchbaren Daten produziert 
werden (bis zu 90 %), ist dieses Verfahren zwingend nötig, um zu gewährleisten, dass die 
aufgenommenen und analysierten Fluktuationen der Fluoreszenzintensität allein von der 
Diffusion der eGFPn-Proteine stammen und nicht von Zellbewegungen oder 
intranuklearer Reorganisation. 
 
Mindestens 44 Punkte, die keine Probleme zeigten, wurden pro Konstrukt und Zelllinie 
analysiert und ausgewertet. 
 
iv. Messdaten von Diffusionskarten 
 
Die erste Sortierung erfolgt auch hier auf der Basis der aufgenommenen Bilder: Jede Zelle, 
die Bewegung aufweist, wird aussortiert. 
Ähnlich wie bei Daten aus Lösungen oder Zellzytoplasma erfolgt eine zweite Sortierung 
auf der Basis der aufgenommenen Autokorrelationskurven. Mit Hilfe des Programms 
CorrRunSel werden die einzelne Läufe begutachtet und, wenn nötig, verworfen. Da aber 
hier ein Punkt aus nur 2 Läufen definiert ist, wird aus statistischen Gründen der 




Wie in Kapitel 2.7.3 erläutert, muss man bei den aufgenommenen Daten zwischen den in 
Lösungen und Zytoplasma der Zellen durchgeführten Messungen, bei denen keine genaue 
Positionierungsinformationen benötigt werden, und den in Zellkernen durchgeführten 
Messungen, bei denen eine sehr genaue Positionierungsinformation benötigt wird, um die 
Chromatin-Konzentration bestimmen zu können, unterscheiden. Bei der Auswertung der 







i. Auswertung von Lösungen- und Zytoplasma-Messungen 
 
Die Auswertung der Messungen im Zytoplasma von Zellen, sowie in Lösungen, erfolgt 
mit dem Programm QuickFit. Die Daten werden von dem Programm direkt eingelesen 
und erkannt, nur das Modell für die Anpassung (Anzahl der fluoreszierenden und nicht-
fluoreszierenden Komponenten, Strukturfaktor) muss ausgewählt werden. 
Die Daten werden an einem Modell der freien Diffusion (Levenberg–Marquardt 
Algorithmus) mit einer fluoreszierenden diffusiven Komponente und einer nicht-
fluoreszierenden diffusiven Komponente (Triplett) angepasst. Dabei wird der 
Strukturfaktor des Laserfokus (siehe Kapitel 1.6.3.iii sowie 4.8.3) als einziger Parameter 
vorgegeben, alle andere werden frei gelassen und vom Programm berechnet. Durch die 
Anpassung erhält man die Anzahl der fluoreszierenden Moleküle im Fokus, deren 
Diffusionszeiten, sowie den Triplett-Anteil und die Triplett-Zeit. 
 
ii. Auswertung von Messungen in Zellkernen 
 
Wie bereits im Kapitel 2.7.2.ii erklärt, werden bei den Messungen zur Bestimmung eines 
möglichen Zusammenhanges zwischen Chromatindichte und Diffusionszeiten von freien 
Proteinen verschiedener molarer Massen die Messpunkte anders definiert als bei 




Abbildung 2.15  Von den Fluoreszenzfluktuationen zu den Ergebnissen 
Das Ablaufdiagramm gibt eine Übersicht über die notwendigen Schritte von der 
Datenaufnahme bis hin zu den Ergebnissen. Die rote Farbe entspricht den 
Schritten für die Daten des roten Kanals (mRFP1), grün für den grünen Kanal 
(eGFPn) und gelb den gemeinsamen Schritten. 




Wie in Abbildung 2.15 ersichtlich, werden auf einer Seite die Werte des roten Kanals 
normalisiert, auf der anderen Seite die Daten von den 6 Läufen, die jeweils einen Punkt 
bilden, rekonziliert. 
 
Die Normalisierung der Werte der Chromatindichte erfolgt mittels des Programms 
Meanmaker_nico51, welches von Dr. Corentin Spriet (Biophotonique Cellulaire 
Fonctionelle, Interdisciplinary Research Institute, Lille, France) eigens für diese Analysen 
geschrieben wurde. Abbildung 2.16 gibt einen Einblick in das Programm und seine 
Möglichkeiten. Der Mittelwert der Fluoreszenzintensität wird aus den Pixelwerten des 
Bildes berechnet. Dadurch können die Fluoreszenzintensitätswerte aller Zellen 
normalisiert werden, unter der Annahme, dass alle Zellen die gleiche Menge an DNA 
beinhalten (zutreffend für alle Zellen einer bestimmten Zelllinie) und, dass diese 
gleichmäßig über jeden Querschnitt des Zellkerns verteilt ist. Weiterhin ist es möglich 
einen unteren Grenzwert zu setzen, unter welchem die Pixelwerte als 
Hintergrundgeräusch berücksichtigt werden. Desweiteren kann das Bild beschnitten 
werden, um zum Beispiel die Fluoreszenz einer weiteren, sich auf dem Bild befindenden 
Zelle nicht mit einzuberechnen. 
 
Für die Messungen der freien eGFPn-Proteine müssen die 6 einzelnen Läufe, die einen 
einzelnen Punkt bilden, wieder zusammengefügt werden. Dieser Prozess wurde 
Rekonziliation genannt. Diese Aufgabe wird schnell und fehlerfrei von einem Perl-Skript 
übernommen. Die neuen rekonzilierten Dateien sind mit denen von dem Programm 
ALV-5000 generierten originalen Dateien in allen Punkten identisch und können direkt 
von dem Programm QuickFit benutzt werden. Die Autokorrelationskurven werden dann 
an ein Modell wie folgt angepasst. Für die Daten, die im Zellkern aufgenommen sind, 
wird das Modell einer freien (unbehinderten) Diffusion (Levenberg–Marquardt 
Algorithmus) mit zwei fluoreszierenden Komponenten und einer nicht fluoreszierenden 
Komponente ausgewählt, wie in [105] beschrieben. Das Modell der freien 
(unbehinderten) Diffusion wurde dem der behinderten Diffusion bevorzugt, da es 
robuster ist und die Anpassung zweier unterschiedlich schnellen diffusiven Populationen 
erlaubt [7]. Als einziger Parameter wird der Strukturafaktor des Fokus vorgegeben und 
festgelegt, alle andere werden frei gelassen und von dem Algorithmus errechnet. 
 
Durch die Anpassung an dieses Modell erhält man die Anteile an schnellen und 
langsamen Komponenten, sowie ihre respektiven Diffusionszeiten, den Triplett-Anteil 
sowie die Triplett-Zeit. Von der Diffusionszeit wird mit Hilfe von Gleichung 1.16 der 
Diffusionskoeffizient berechnet, in dem die Diffusionszeiten von Alexa 488 bei 25 °C und 








Abbildung 2.16  Einblick in das Programm Meanmaker_nico51 
Das Programm erlaubt das Definieren einer Zone, über welche gemittelt werden soll, damit 
weitere Zellen auf dem Bild nicht mit einberechnet werden. Eine untere Schwelle kann 
eingestellt werden, um das Hintergrundsrauschen abzuschneiden. Der Mittelwert des 
Grauwertes über die Zelle wird berechnet und angezeigt. 
 
2.8. Theoretisches Modell der Diffusion der eGFP-Multimere 
 
Um den theoretischen Diffusionskoeffizienten der verschiedenen eGFP-Konstrukte unter 
Annahme einer stabförmigen Geometrie (rod shape) zu berechnen, wurde die letzte 
verfügbare Version des lizenzfreien Programms SEDNTERP [107,108] verwendet. 
SEDNTERP ermöglicht die Bestimmung der Viskosität η und der Dichte ρ des benutzten 
Puffers, sowie des partiellen spezifischen Volumens v , ausgehend von der Zusammen-
setzung der Aminosäuren des Proteins. Weiterhin ermöglicht das Programm die 
Erzeugung von Oligomeren, ausgehend von Monomeren mit einer bestimmten 
Zusammensetzung. Somit wird die Berechnung der Diffusionskoeffizienten von 
stabförmigen Oligomeren ermöglicht. 
 




In einem ersten Schritt wurde der Diffusionskoeffizient von monomerischen eGFP unter 
Annahme einer kugelförmigen Geometrie ermittelt. Dazu wurden Gleichung 2.3 und 
Gleichung 2.4, mit V das Volumen des Proteins, M die Molmasse, v  das partielle 
spezifische Volumen (aus SEDNTERP) und Na die Avogadro-Zahl verwendet, um den 

































wobei D der Diffusionskoeffizient ist, kB die Boltzmann-Konstante, T die absolute 
Temperatur, r der hydrodynamische Radius der Kugel und η die Viskosität des Lösungs-
mittels. Der Wert des aus Gleichung 2.4 berechneten Radius wird in Gleichung 2.5 
eingesetzt, mit η die Viskosität von Wasser, um den theoretischen Diffusionskoeffizienten 















Für die angenommenen kugelförmigen Oligomere werden die Diffusionskoeffizienten mit 

























Die durch Gleichung 2.7 berechneten Diffusionskoeffizienten sind die größtmöglichen 




















Im Rahmen einer Kalibrierung unseres vorhandenen Scanner-Controllers bei der Firma 
GSI Lumonics in München wurden einige Mängel an dem damaligen Aufbau festgestellt.  
Daraufhin wurde beschlossen, das Gerät von Grund auf neu aufzubauen: Hierzu sollten 
das Netzteil und die Elektronik in zwei unterschiedliche, abgeschirmte 19-Zoll-Gehäuse 
mit ausreichender Kühlung untergebracht werden, sowie ein neues Scanner-Controller-
System, bestehend aus einer SC2000 Controller-Karte, zwei MiniSAX-Karten zur 
Ansteuerung des Scannerkopfes (GSI Lumonics) und einem Scannerkopf (GSI Lumonics) 
eingesetzt werden. Die neue Scanner-Einheit unterscheidet sich von der alten lediglich in 
der Baugröße des Scannerkopf-Gehäuses. 
 
3.1. Aufbau des Netzteils 
 
Für die Unterbringung der zwei Schaltnetzteile wurde als Ausgangsbasis ein 
4 Höheneinheiten-19-Zoll-Gehäuse aus Aluminium, das gegen externe elektro-
magnetische Störquellen abgeschirmt ist und mechanischen Schutz bietet, ausgewählt 
Die technischen Zeichnungen der Modifikationen des Gehäuses erfolgten mithilfe des 
Programms DesignCAD 3D MAX Plus der Firma Upperspace (Demo-Version). Abbildung 
3.1 zeigt eine dreidimensionale Darstellung des kompletten nackten Gehäuses. Das Bild 
wurde auf der Basis der erstellten Pläne mit dem Programm 3ds Max® 2009 (Autodesk, 
San Rafael, USA, Demoversion) berechnet. Die detaillierten Pläne im Maßstab 1:3 der 
Front- und Rückplatten des Netzteilgehäuses sind im Anhang, Abbildung A.1 




Abbildung 3.1  3D-Ansicht des Netzteilgehäuses 
Das Bild wurde auf der Basis der gezeichneten Pläne mit 3ds Max
®
 2009 (Autodesk, San 
Rafael, USA) erstellt und zeigt die verschiedene Bauteile, die das Gehäuse bilden. 




Die Frontplatte bietet Platz für einen beleuchteten Kippschalter (Ein/Aus), zwei 
beleuchtete Voltmeter und ein Paar Tragegriffe. Auf der Rückseite befinden sich zwei 
Belüftungsgitter, der Netzstecker sowie zwei weitere Stecker für die Verbindung mit dem 
Scanner-Controller. Die komplette Fräsarbeit an dem Gehäuse erfolgte in der internen 
Werkstatt des Deutschen Krebsforschungszentrums Heidelberg. 
 
Die Lüftung der beiden Schaltnetzteile ist durch natürliche Konvektion gegeben und wird 
innerhalb des Gehäuses durch zwei 80 mm-Lüfter unterstützt. 
Die Verbindung mit dem Scanner-Controller erfolgt durch zwei hochbelastbare 4-polige 
Industrie-Schraubstecker (M12 x 1 Rundsteckverbinder mit Flanschkupplung und Rüttel-
sicherung, 4-polig, Escha Anschlusstechnik). Diese gewähren eine hohe mechanische 
Belastbarkeit und bieten zusätzlich zwei freie Kontakte für eine eventuelle Erweiterung. 
 
Tabelle A.1 im Anhang (siehe Seite 175) zeigt eine Auflistung aller für den Bau des 
Netzteiles verwendeten Komponenten, sowie deren Hersteller in alphabetischer 
Reihenfolge. 
 
Um die für die MiniSAX- und SC2000-Karten (GSI Lumonics) notwendigen positiven und 
negativen Spannungen zu erzeugen, werden zwei Schaltnetzteile des Typs DRP-480-1 der 
Firma Lambda Coutant in Reihe geschaltet (N1 und N2 in Abbildung 3.2. Alle weiteren 
Referenzen dieses Abschnittes beziehen sich auf Abbildung 3.2). Dazu muss der 
Verbindungsdraht zwischen dem Minuspol des ersten Netzteils (N1) und dem Pluspol des 
zweiten Netzteiles (N2) geerdet sein, damit eine negative Spannung an dem zweiten 
Netzteil erreicht werden kann. Wäre dies nicht der Fall, so würden sich die Spannungen 
durch die Reihenschaltung addieren und bei dem Gerät + 44,8 V erzeugen.  
Die so erzeugten + 22,4 V und – 22,4 V Spannungen werden durch eine Schraub-
klemmleiste (A1) an den 24 V Lüfter (L1) und an die Stecker für die Verbindung mit dem 
Scanner-Controller verteilt. Die zur Überwachung der + 22,4 V und – 22,4 V Spannungen 
auf der Frontseite montierten Voltmeter (V1 und V2) werden mit + 5 V von einem 
zusätzlich im Gehäuse angebrachtem PC-Netzteil (N3) versorgt. Dieses liefert auch den 
Strom für den 12 V Lüfter (L2). Ein grün beleuchteter Netzschalter (P1) ermöglicht das 
Ein- und Ausschalten des Gerätes. Die gesamte Schaltung wird durch eine 10 A Sicherung 
(S1) geschützt, wobei beide Lambda Coutant Schaltnetzteile (N1 und N2) jeweils noch 
eine integrierte Sicherung besitzen und das dritte Netzteil (N3) durch eine zusätzliche 
Sicherung geschützt wird. 
 
 






Abbildung 3.2  Schaltplan des Netzteiles 
A1: Schraubklemme, Lx: Lüfter, Nx: Netzteil, P1: Netzschalter, Sx: Sicherung, 
Vx: Voltmeter




3.2. Aufbau des Scanner-Controllers 
 
Für die Unterbringung der Steuerelektronik des Scanner-Kopfes wurde auch hier ein 19-
Zoll-Metall-Gehäuse der Firma Schroff gewählt. Die beiden Gehäuse unterscheiden sich 
lediglich in ihrer Höhe: 3-Höheneinheiten sind hier ausreichend für die Elektronik samt 
Kühlung und Streben. Diese Konstruktion bietet die gleichen Vorteile wie bei dem 
Netzteilgehäuse und bildet eine optische Einheit mit diesem. Eine zweite Chassisplatte 
dient als zusätzlicher mechanischer Schutz und darüber hinaus als elektromagnetische 
Abschirmung für die Elektronik.  
Die technischen Zeichnungen wurden mit dem Programm DesignCAD 3D MAX Plus 
(Upperspace) angefertigt. Abbildung 3.3 zeigt eine dreidimensionale Ansicht der 
verschiedenen Teile, die das Scanner-Controller-Gehäuse bilden. Das Bild wurde mit dem 
Programm 3ds Max® 2009 (Autodesk, San Rafael, USA, Demoversion), basierend auf den 
erstellten CAD-Zeichnungen, berechnet. Die detaillierten Pläne befinden sich im 
Anhang, Abbildung A.3 (siehe Seite 179). 
 
Wie aus Abbildung 3.3 hervorgeht, ist die Frontseite des Scanner-Controllers bewusst 
sehr einfach gehalten: eine blaue (Controller An/Aus) und eine grüne LED (Controller 
bereit) sowie ein Reset-Druckschalter. Alle Anschlüsse wurden auf die Rückseite verlegt, 




Abbildung 3.3  3D-Ansicht des Scanner-Controllers 
Das Bild wurde auf der Basis der gezeichneten Pläne mit 3ds Max
®
 2009 (Autodesk, San 
Rafael, USA, Demoversion) erstellt und zeigt die verschiedenen Teile, die das Gehäuse 
bilden. 




Um die SC2000 Scanner-Controller-Karte, die beiden MiniSAX-Karten sowie den 
Schraub-Klemmenanschlussblock CB-68LPR von National Instruments zu befestigen, 
wurden spezifische Adapter und Aufnahmeplatten aus Aluminium angefertigt. Diese 
wurden besonders stark gewählt, um eine noch bessere mechanische Stabilität des 
Aufbaus zu erreichen.  
Ferner befindet sich zwischen jeder Elektronikkarte und ihrer Aufnahmeplatte aus 
Aluminium eine zusätzliche Platte aus 3 mm dickem, schwer entflammbarem Plastik. 
Durch diese Platte wird erreicht, dass auch für den Fall, das sich Versorgungskabel lösen 
und das Chassis berühren sollte, die Elektronik nicht beschädigt wird, da sie vom Chassis 
elektrisch isoliert ist. 
Da unsere MiniSAX-Karten nicht über einen Überhitzungsschutz verfügen und fast mit 
der maximal zugelassenen Spannung von 22,4 V (24 V ist die höchste zugelassene 
Spannung) betrieben werden, wurde großen Wert auf die Kühlung der Elektronik gelegt. 
Dazu wurden besonders große Kühlkörper aus Aluminium ausgewählt, um jegliches 
Risiko einer Überhitzung zu vermeiden. In Kombination mit dem 80 mm Lüfter wird 
dadurch die Luftzirkulation innerhalb des Gehäuses erhöht. Weiterhin gewährleisten die 
im Luftstrom liegenden Kühlkörper eine zusätzliche Reduzierung der Temperatur. 
Der Strom wird von dem Netzteil über zwei 4-polige Verbindungskabel geliefert und über 
die Schraubklemmleiste verteilt: jede MiniSAX-Karte ist an + 22,4 V und - 22,4 V sowie 
an den Massenanschluss des Netzteilgehäuses angeschlossen. Die SC2000-Karte wird 
durch ein auf 6 Sekunden eingestelltes Verzögerungsrelais (TS1 auf Abbildung 3.4. Alle 
weiteren Referenzen dieses Abschnittes beziehen sich auf Abbildung 3.4) mit + 22,4 V 
und – 22,4 V versorgt. Somit bekommt die Scanner-Controller-Karte erst dann Strom, 
wenn die Netzteile eine stabile Spannung liefern können und die MiniSAX-Karten 
betriebsbereit sind. Weiterhin ist die SC2000-Karte an der Gerätemasse des 
Netzteilgehäuses angeschlossen. Die "betriebsbereit"-LED (D2) wird mit + 5  V direkt von 
dem dafür vorgesehenen Ausgang an der SC2000-Karte versorgt. Der Lüfter wird mit 
+ 22,4 V versorgt, sowie die "Ein/Aus"-LED (D1), die durch einen passenden Widerstand 
(270 Ω) geschützt ist. Ein Drucktaster (S1) ermöglicht einen Neustart der Elektronik, 
ohne dass dafür die Stromversorgung des Netzteiles unterbrochen werden muss. Die 
National Instruments CB-68LPR-Karte ist ein Schraubklemmenanschlussblock, der den 
einfachen Anschluss von Kabeln an einen 68-pin-Stecker ohne Löten ermöglicht. Durch 
diesen wird die SC2000-Karte mit der Zähler-/Timerkarte PCI-6602 von National 
Instruments (Austin, USA) im Computer zwecks Synchronisation verbunden. 
 
Abbildung 3.4 stellt den detaillierten Schaltplan samt Farbcodierung der Kabel dar und 
Tabelle A.2 im Anhang (siehe Seite 176) gibt einen Überblick über alle für das Scanner-
Controller-Gehäuse verwendeten kommerziellen Teile, sowie deren Herstellern. 
 






Abbildung 3.4  Schaltplan des Scanner-Controllers 
A1: Schraubklemmleiste; Dx: LED; L1: Lüfter; S1: Reset-Taste; TS1: Verzögerungs-
relais; Wx: Widerstand; NI CB-68LPR: National Instruments 68-pin Adapter-Platte 
 




3.3. Design von neuen Probenhaltern 
 
Zu Beginn dieser Arbeit wurden Lab-Tech Messkammern der Firma Nunc (Naperville, IL, 
USA) verwendet. Diese erwiesen sich jedoch aufgrund teilweise vorhandener Kleberreste 
auf dem Glasboden, die ein Absterben der Zellen verursachten, sowie uneinheitliche 
Dicke des Glasbodens als ungeeignet für FCS-Messungen. Auch eine in Kombination mit 
dem vorhandenen Messkammerhalter ungünstige Handbarkeit, sowie die hohen Kosten, 
bedingt durch den großen Verbrauch an den nur einmalig verwendbaren Messkammern, 
und vor allem das geringe angebotene Messvolumen, zum Beispiel im Fall einer in acht 
unterteilten Messkammer der Firma Nunc (Naperville, IL, USA), erwiesen sich als 
problematisch. Durch das geringe angebotene Messvolumen verdunsten bei Temperaturen 
um 37 °C, die für biologische Proben ideal sind, die Lösungen schnell aus den 
Messkammern, was die Konzentrationsverhältnisse stark verändert und möglicherweise 
die gesamten Ergebnisse beeinflusst. Somit sind Beobachtungen und Experimente mit 
lebenden Zellen über längere Zeit stark beeinträchtigt oder im Einzelfall sogar 
ausgeschlossen. 
 
Aufgrund der genannten Probleme wurden im Rahmen dieser Arbeit neue Probenhalter 
und Messkammern entwickelt und Testreihen unterzogen. Die neuen Probenhalter 
sollten sich durch hohe Qualität der Glasoberfläche, reproduzierbare Messungen, einfache 
Handhabung sowie geringe Kosten auszeichnen. Zwei verschiedene Modelle wurden 
dabei entwickelt, die sich in ihrem Anwendungsbereich unterscheiden. 
 
Das erste Modell eignet sich für Messungen in Lösungen und basiert auf einer Grundidee 
von Gernot Guigas (Gruppe Cellular Biophysics, BIOMS, DKFZ Heidelberg). Dabei 
handelt es sich um eine 3 mm dicke Teflonplatte mit 8 Aussparungen, die 8 getrennte 
Messkammern bilden. Jede Aussparung ist beidseitig mit 2 mm breiten Kanten für die 
Aufnahme von Deckgläsern mit 15 mm Durchmesser versehen. Mit einem zweiten 
Deckglas kann die Messkammer verschlossen werden. Chemische Lösungen können auf 
dieser Art über mehrere Tage oder Wochen verwendet werden. Die Messkammer wird in 
Abbildung 3.5 gezeigt.  
Da die Deckgläser mit Vakuumfett geklebt und abgedichtet werden müssen, sind 
Probenhalter dieser Art nur bedingt für Messungen mit lebenden Zellen einsetzbar. Ein 
möglicher Effekt des Vakuumfetts auf lebende Zellen ist nicht auszuschließen. 
In verschiedenen FCS-Testreihen konnte allerdings ein Effekt des Vakuumfetts auf 
verschiedene Fluorophoren-Lösungen nicht festgestellt werden. Diese Messkammern 
eignen sich daher sehr gut für den Vergleich mehrerer Proben unter exakt gleichen 
Messbedingungen ohne Wechsel des Objektträgers. 



























Abbildung 3.5  8-Kammer-
Probenhalter aus Teflon 
Dreiseitenansicht (oben) sowie 
Längsschnitt bei 1/4 der Tiefe 
(unten) (Maßstab 1:1) 
 
Für Messungen mit lebenden Zellen wurde eine zweite Messkammer entworfen, welche 
den Vorteil hat, dass sie ohne Vakuumfett abgedichtet werden kann. 
 
Die Vorrichtung setzt sich aus einer Aluminium-Grundplatte mit integrierten Griffen, 
einer Silikon-Dichtung, einem Teflon-Behälter (verschiedene Höhen sind möglich), 
einem Edelstahl-Schraubring, einem 32 mm Deckglas sowie einem optionalen Deckel 
zusammen. Das eigens hierfür entwickelte Werkzeug ermöglicht das schnelle Zusammen- 
und Auseinanderbauen der Messkammer. Diese Messkammer erhielt den Namen 
CHAMO, dieser steht für "CHAmbre de Microscopie Optique" (Kammer für optische 
Mikroskopie). 
 
Die entwickelte Messkammer hat den Vorteil, dass die nutzbare Fläche im direkten 
Vergleich zu kommerziellen Einweg-Lösungen sehr groß ist (ca. 491 mm² Fläche bei 
einem Durchmesser von 25 mm, gegen zum Beispiel 80 mm2 bei Nunc 8-Wells 
Kammerdeckgläsern). Das Beobachtungsfeld wird dadurch optimiert und somit sind die 
Auswahlmöglichkeiten bei Beobachtungen lebender Zellen sehr vielfältig. Weiterhin ist 
das angebotene Volumen (Flüssigkeit) sehr hoch, in der Standardausführung kann es bis 
zu 3 ml betragen (im Vergleich zu den 0,2 bis 0,4 ml eines Nunc 8-Wells 
Kammerdeckglases). Dies ermöglicht lange Beobachtungs- und Messzeiten ohne Nach-
füllen von Flüssigkeit in die Probenkammer. Im Falle von Beobachtungen und Messungen 
an lebenden Zellen ist die Menge an verfügbaren Nährstoffen dadurch sehr hoch und 
ausreichend für mehrere Stunden. Zusätzlich kann die Kammer durch die Verwendung 




einer Abdeckung geschlossen werden, was die Verdunstung sehr gering hält. Solch eine 
Abdeckung kann entweder ein fester Deckel, der aufgeschraubt wird, ein Streifen 
Parafilm, oder der Deckel einer kleinen Petrischale sein. Das Volumen der Messlösung 
kann problemlos durch den Einsatz höherer Teflon-Behälter gesteigert werden. 
 
Bei der Entwicklung der Messkammer wurden auch ergonomische Aspekte 
berücksichtigt. So ermöglicht das Design einen sehr schnellen und unkomplizierten 
Einsatz der Messkammer sowie eine, verglichen mit bisherigen verfügbaren Lösungen, 
leichte Handhabung. Diese beruht insbesondere auf der Verwendung von lateralen, 
integrierten Griffen. Der Zusammenbau einer solchen Messkammer nimmt weniger als 
30 Sekunden in Anspruch. 
 
Da die Auswahl des Deckglases dem Endbenutzer überlassen wird, ist gewährleistet, dass 
dieser immer das passende Deckglas benutzen kann und nicht in seiner Auswahl 
eingeschränkt wird (32 mm Durchmesser). Die Deckgläser können in verschiedenen 
Qualitäten sowie Stärken, je nach Einsatzbereich, erworben werden. Weiterhin kann so 
auch die Beschichtung der Deckgläser nach Bedarf frei ausgewählt oder von dem 
Endbenutzer realisiert werden. Diese Möglichkeiten sind bei den Einweg-Messkammern 
nicht gegeben, da meist das Deckglas mit der Kammer aus Plastik verklebt ist. Das 
eingesetzte Material und Design der neu entwickelten Messkammer gewährleistet eine 
hohe Lebenserwartung. 
 
Die Konstruktion wurde so ausgewählt, dass die Proben nur in Kontakt mit dem Deckglas, 
der Silikondichtung und dem Zentralteil aus Teflon geraten. Dies bietet den Vorteil, dass 
alle Bestandteile der Messkammer problemlos steril gehalten werden können. Da kein 
Fett oder sonstige Fremdkörper zum Einsatz kommen, ist ein Verschmieren des 
Deckglases oder eine Verunreinigung der Proben ausgeschlossen. 
 
Abbildung 3.6 zeigt die Bestandteile, aus denen der Probenhalter zusammengesetzt ist. 
Das Deckglas (3) wird in die dafür vorgesehene Aussparung der Grundplatte (2) eingefügt. 
Die Silikon-Dichtung (4) wird darüber gelegt und auf richtigen Sitz überprüft (dies wird 
durch die Aussparung erleichtert). Der Teflon-Behälter (5) wird in den Schraubring (6) 
gesteckt und mit den Fingern leicht angeschraubt, dabei wird die Position der Silikon-
dichtung kontrolliert. Die Messkammer wird an den dafür vorgesehenen Griffen (1) 
festgehalten und mit Hilfe des mitgelieferten Werkzeuges (7) festgeschraubt. Durch die 4 
Zapfen ist ein sicherer Halt des Werkzeuges gewährleistet. 
 
 





































Abbildung 3.6  3D-Modell der CHAMO-
Messkammer 
1: in der Grundplatte integrierter Griff,  
2: Grundplatte aus Aluminium 
3: Deckglas mit 32 mm Durchmesser 
4: Dichtung aus Silikon 
5: Probenbehalter aus Teflon 
6: Schraubring aus Edelstahl 
7: Schraubwerkzeug aus Aluminium mit 
Zapfen 
 
Nach einer Testphase von über einem Jahr wurde in Kooperation mit der Stabstelle für 
Technologietransfer des DKFZ ein Gebrauchsmuster beim Deutschen Patent- und 
Markenamt (DPMA) hinterlegt [109]. Weiterhin wurde das Design mehreren Firmen 
unter Lizenz angeboten. 
 
Die CHAMO-Messkammer wird derzeit auch von der Gruppe Biophotonique Cellulaire 



















Für quantitative Untersuchungen sind eine genaue Charakterisierung des Gerätes und 
dessen Leistungen, sowie die Reproduzierbarkeit der Messungen unbedingt notwendig. 
Daher werden im folgenden Abschnitt die Eigenschaften des Scanners sowie des FCS-
Moduls und dessen Einfluss auf das fokale Volumen, welches direkt mit den ermittelten 
Werten der Diffusionszeit und weiterhin der Diffusionskoeffizienten verbunden ist, 
untersucht. 
 
Zahlreiche Parameter, wie die Linearität des Galvanometerscanners, die Genauigkeit und 
Reproduzierbarkeit der Positionierung sowie die Auflösung und deren Einfluss auf das 
Fokusvolumen, und somit die Diffusionszeit, wurden bereits in [84] beschrieben. Der 
Einfluss auf biologische Proben wurde jedoch nicht berücksichtigt und wird deshalb im 
Folgenden untersucht. 
 
4.1. Auswahl der Fluorophore zur Eichung des Gerätes 
 
Als erster Schritt, und vor jeder Messung, muss das Gerät geeicht werden, um 
aussagekräftige Ergebnisse liefern zu können. Größe und Geometrie des fokalen 
Volumens müssen genau kontrolliert und reproduzierbar sein, um zuverlässige FCS-
Messungen und Ergebnisse zu erhalten. Dafür muss das Objektiv bei dem Ein-Photon-
Verfahren mit einem parallelen Laserstrahl leicht unterbeleuchtet werden [17]. Nachdem 
der Strahlengang am FCS-Modul auf maximale Intensität in der Probe justiert wurde, 
wird mit dem Korrekturstellring des Objektivs die Dicke des Deckglases eingestellt, um 
ein reproduzierbares, artefaktfreies Gauß'sches Fokusprofil zu erreichen. 
 
Mit Hilfe von Gleichung 4.1, in der τ die ermittelte Diffusionszeit und D der bekannte 
Diffusionskoeffizient von Alexa 488 [106] sind, können der Radius des Fokus ω0 und somit 
das effektive fokale Volumen berechnet werden. 
 
τ =(ω0)² / 4D Gleichung 4.1
 
Für die Optimierung des Anregungs- und Detektionsweges, als auch für die Bestimmung 
der Eigenschaften des fokalen Volumens werden helle und fotostabile Referenzproben mit 
bekannten Diffusionskoeffizienten benötigt. Diese Fluorophore dürfen keine Aggregate 
bilden und nicht an dem Probenhalter oder Deckglas kleben, da solche Effekte zu falschen 
Diffusionszeiten führen würden und somit keine Eichung des Gerätes möglich wäre.  
Als Puffer für die Referenzproben wird hauptsächlich steril filtriertes Wasser benutzt, 
welches negativ auf Fluoreszenz getestet wurde. Aber auch komplexere Lösungen können 
für die Charakterisierung von Proben (zum Beispiel für die Diffusion von eGFP-
Multimeren in vitro) [12] verwendet werden. Die Eigenschaften der als Eichlösung 
eingesetzten Lösung müssen in jedem Fall streng getestet werden, um konsistente 
Ergebnisse für die errechnete Diffusionskoeffizienten liefern zu können. 
 








Abbildung 4.1  Normalisierte Autokorrelationsfunktion zweier 
bekannter Fluorophore 
A: Alexa 488 in wässriger Lösung, B: Rhodamin-6G in wässriger 
Lösung. Der Unterschied zwischen beiden Fluorophoren ist sehr 
deutlich: Während bei Alexa 488 die 3 Autokorrelationskurven 
übereinstimmen, ist bei Rhodamin-6G eine breite Streuung zu 
beobachten. 
 
Abbildung 4.1 zeigt wie wichtig dieser Prozess ist: vergleicht man eine wässrige Alexa 488 
Eichlösung mit einer Rhodamin-6G Eichlösung fällt sofort auf, dass die normalisierten 
Autokorrelationskurven von Alexa 488 nahezu perfekt übereinstimmen, im Gegenteil zu 
Rhodamin-6G, das breit gestreute Kurven zeigt. Man erhält mit Alexa 488 
reproduzierbare Ergebnisse für Diffusionszeit und Konzentration. Nicht so bei der 




Rhodamin-6G Lösung, in der sich Aggregate bilden, die verfälschte fluktuierende multi-
komponente Diffusionszeiten induzieren. Die Moleküle setzen sich zudem auf dem 
Deckglas ab, was Unterschiede zwischen der tatsächlichen und der gemessenen 
Molekülanzahl verursacht. Die Rhodamin-6G Konzentration in der Nähe des Deckglases 
wird dabei so hoch, dass es unmöglich ist, in diesem Bereich zu messen, ohne die 
Fotodioden dabei zu beschädigen. 
 
Aus diesen Gründen ist es nicht ratsam wässrige Rhodamin-6G Lösungen zur Eichung des 
Gerätes zu verwenden. Wässrige Alexa 488-Lösung dagegen ermöglicht reproduzierbare 
Berechnungen der Diffusionszeit sowie genaue und artefaktfreie Abschätzungen des 
fokalen Volumens. 
 
4.2. Einfluss der Probenkonzentration und der Laserstärke 
 
Auch die Konzentration der Probe und somit die gemessenen Zählraten beeinflussen die 
ermittelte Diffusionszeit. 
 
Um diesen Einfluss zu untersuchen, wurden Alexa 488-Lösungen mit Konzentrationen 
zwischen 10 und 200 nM verwendet. Abbildung 4.2 zeigt, wie die gemessenen Zählraten 
in der Probe bei gleichbleibender Laserleistung linear mit der Konzentration steigen. 
 
Abbildung 4.3 zeigt die ermittelte Anzahl der Moleküle samt Standardabweichung im 
Fokus bei den verschiedenen Konzentrationen. Die Werte im Bereich von 10 bis 100 nM 
steigen linear mit der Konzentration. Dahingegen zeigt die Anzahl der Moleküle im Fokus 
bei 200 nM eine deutliche Abweichung von dem linearen Anstieg, auch die 
Standardabweichung der Werte ist deutlich größer. Dies bedeutet, dass bei solch einer 
Konzentration die genaue Anzahl der Moleküle im Fokus nicht mehr akkurat ermittelt 
werden kann. Einen Fehler in der Verdünnung, der diese erhöhte Anzahl an Molekülen 
im Fokus erklären könnte, ist auszuschliessen, da die Zählrate bei 100 und 200 nM 
respektiv 516 und 985 betragen, es wäre sogar eine leicht geringere Anzahl an Molekülen 
im Fokus zu erwarten. Würde diese weiter linear steigen, wie im Bereich von 10 bis 
100 nM, wäre eine Anzahl von ungefähr 130 Molekülen im Fokus (gegen einen 
ermittelten Wert von 179) zu erwarten. 
 






Abbildung 4.2  Einfluss der Probenkonzentration auf die Zählrate 
Aufgetragen sind die gemessenen Zählraten samt 
Standardabweichung in Konzentrationen von 10 bis 200 nM. Die 
Zählraten steigen linear mit der Konzentration der Probe. 





Abbildung 4.3  Einfluss der Probenkonzentration auf die Anzahl 
der Moleküle im Fokus 
Aufgetragen sind die ermittelte Anzahl der Moleküle (N) im Fokus 
samt Standardabweichung im Konzentrationsbereich von 10 bis 
200 nM. Von 10 bis 100 nM steigt N linear mit der Konzentration, 
darüber ist eine deutliche Abweichung zu erkennen. Temperatur 
und Laserleistung werden zwischen den Messungen konstant 
gehalten. 




In Abbildung 4.4 wird die Auswirkung der Konzentration einer Probe auf die ermittelten 
Diffusionszeiten dargestellt: von 10 bis 100 nM bleiben die ermittelten Diffusionszeiten 
ähnlich und zeigen keine auffällige Streuung, bei 200 nM dagegen ist die mittlere 
Diffusionszeit um über 50 % gestiegen. Verantwortlich dafür ist die zu große Anzahl der 
Moleküle im Fokus. Die Fluktuation der Fluoreszenz infolge der im Fokus ein- und 
ausgehenden fluoreszierenden Partikel ist relativ zu dem aufgenommenen Signal zu 
niedrig und kann nicht mehr zuverlässig ausgewertet werden. Dadurch wird die 




Abbildung 4.4  Einfluss der Probenkonzentration auf die 
Diffusionszeit 
Aufgetragen sind die ermittelten Diffusionszeiten mit ihrer 
Standardabweichung in einem Konzentrationsbereich von 10 bis 
200 nM. Die Diffusionszeiten bleiben im Bereich von 10 bis 100 nM 
konstant, zeigen aber bei 200 nM eine deutliche Abweichung. 
Temperatur und Laserleistung werden zwischen den Messungen 
konstant gehalten. 
 
Die hier gezeigten Messungen wurden mit einer Laserstärke von 7,3 µW am 
Objektivaustritt aufgenommen und zeigen nicht den vollen Arbeitsbereich des Gerätes. 
Erhöht man die Laserleistung um das Doppelte, sind Messungen und aussagekräftige 
Ergebnisse im subnanomolaren Bereich bis 0,1 nM möglich. Durch die erhöhte 
Laserintensität erhält man ein besseres Signal-zu-Rausch-Verhältnis. Im Gegensatz dazu 
bringt eine niedrigere Laserintensität keine Erweiterung des messbaren Bereiches bei 
hochkonzentrierten Lösungen: die Anzahl der Moleküle im Fokus ist zu hoch, die 
Fluoreszenzfluktuationen werden zu klein und die ermittelten Diffusionszeiten sind nicht 
mehr konsistent. 
 




Deswegen sollten bei Messungen in lebenden Zellen nur solche Exemplare ausgewählt 
werden, die eine mäßige bis schwache Fluoreszenz zeigen. Ansonsten besteht das Risiko, 
die Diffusionszeit und somit den Diffusionskoeffizienten zu überschätzen. 
 
Aber auch die verwendete Laserstärke beeinflusst die ermittelten Werte der 
Diffusionszeiten. Für das Objektiv muss die Laserstärke in einem bestimmten Bereich 
liegen [17], wenn über- oder unterbelichtet wird, führt das zu einer Fehleinschätzung der 
Diffusionszeit. Wo die Grenzen der Unter- und Überbelichtung bei dem verwendeten 
System liegen ist von großer Bedeutung, um reproduzierbare Messungen sowohl in 
Lösung als auch in Zellen zu erhalten. Insbesondere bei lebenden Zellen soll die 
kleinstmögliche Laserstärke, bei der keine Artefakte entstehen, ausgewählt werden, um 
Schäden an den Zellen zu vermeiden. Aus Abbildung 4.5 geht hervor, dass, wie schon für 
steigende Konzentrationen beobachtet, die Zählrate linear mit der Laserstärke steigt. Bei 
höheren Laserleistungen sollte ein Plateau erreicht werden, da alle Moleküle im 
Laserfokus maximal angeregt sind. Da bei der hier ausgewählten Konzentration der Alexa 
488-Lösung die Zählrate bei 90 µW schon bei 800 kHz liegt, ist es nicht möglich eine noch 
höhere Laserleistung anzulegen, ohne die Avalanche-Fotodioden zu beschädigen (ab einer 
Zählrate von 1,2 MHz). Die Messungen erfolgten in gleichbleibender Lösung bei einer 
stabilisierten Temperatur von 37 °C. 
 
Bei höheren Laserleistungen tritt ein weiteres bekanntes Problem auf: die ermittelte 
Diffusionszeit verkleinert sich mit zunehmender Laserstärke. Dies liegt daran, dass die 
hohe Laserintensität die fluoreszierenden Moleküle im Fokus bleicht, was eine künstlich 
verkürzte Verweildauer im Laserfokus bewirkt. Betrachtet man aber Abbildung 4.5 und 
Abbildung 4.6 stellt man fest, dass hier ein umgekehrtes Phänomen eintritt: die Anzahl 
der Moleküle, als auch deren Diffusionszeiten im Fokus, steigen mit zunehmender 
Laserleistung. Durch die zunehmende Laserleistung steigt auch die Intensität an der 
Peripherie des Fokusvolumens, sodass auch dort Moleküle messbar angeregt werden. 
Damit wird die molekuare Detektionsfunktion effektiv verbreitert. Infolgedessen 
vergrößert sich das Fokusvolumen und die Diffusionszeit und Anzahl der Moleküle im 
Fokus steigen. Die hier eingesetzte Laserintensität reicht jedoch noch nicht aus, um ein 
Bleichen der Probe zu verursachen. 
 
Für die Messungen in lebenden Zellen sollte die kleinste Laserintensität verwendet 
werden, die noch artefaktfreie Ergebnisse liefert. Abbildung 4.7 zeigt, dass 1,25 µW am 
Objektivaustritt die niedrigste erprobte Laserstärke ist, bei der die Werte der 
Diffusionszeit stimmig sind und keine großflächige Streuung aufweisen. Aufgrunddessen 
werden für alle Messungen in lebenden Zellen Laserleistungen von mindestens 1,3 µW 
(1,25 µW + 5 % Puffer) verwendet, um mögliche Artefakte zu vermeiden. 
 






Abbildung 4.5  Einfluss der Laserleistung auf die Zählrate 
Aufgetragen sind die gemessenen Zählraten (mit ihrer 
Standardabweichung) bei zunehmender Laserintensität. Die 
Zählrate steigt linear mit zunehmender Intensität. Bei der 





Abbildung 4.6  Einfluss der Laserstärke auf die gemessene 
Anzahl der Moleküle im Fokus 
Aufgetragen sind die ermittelten Anzahlen der Moleküle im Fokus (N) 
(mit ihrer Standardabweichung) gegen die Laserstärke. Zwischen 
1,25 und 20 µW (Werte am Objektivaustritt) bleibt die Anzahl der 
Moleküle im Fokus konstant. Bei höheren Intensitäten steigt sie mit 
zunehmender Laserstärke und nimmt bei kleinerer Laserstärke ab. 






Abbildung 4.7  Ermittelte Diffusionszeit bei unterschiedlichen 
Laserintensitäten 
Aufgetragen sind die Diffusionszeiten (mit ihrer Standard-
abweichung) bei zunehmender Laserintensität. Zwischen 0,6 und 
20 µW (Werte am Objektivaustritt) bleibt die ermittelte 
Diffusionszeit konstant. Danach steigt sie mit zunehmender 
Laserintensität. 
 
4.3. Einfluss der Messtiefe 
 
Wichtig ist auch die Berücksichtigung der Messtiefe in der Probe. Ab welcher Entfernung 
zum Deckglas und bis zu welcher Tiefe in der Probe sind die Ergebnisse (Diffusionszeit, 
Anzahl der Moleküle im Fokus, Zählrate) noch aussagekräftig? 
 
Um diese Frage zu beantworten, werden Messreihen in verschiedenen Tiefen 
durchgeführt. Die kleinste getestete Messtiefe beträgt 2 µm über dem Deckglas (bei dem 
verwendeten Gerät handelt es sich um ein inverses Mikroskop), die größte 200 µm. 
Größere Tiefen sind in diesem Fall nicht möglich, da der Arbeitsbereich des Objektivs bei 
250 µm liegt. Auch eine Entfernung von weniger als 2 µm ist nicht sinnvoll. Zum einen 
muss man, wie schon in [84] beschrieben, bei einer solchen geringen Tiefe mit 
Reflektionen an der Glasoberfläche des Probenhalters rechnen, zum anderen befinden 
sich so nahe am Deckglas sehr wenige bis keine Zellkerne. Aus diesen Gründen wurde der 
zu erprobende Bereich auf 2 bis 200 µm Tiefe eingeschränkt. 
 
Alle Messungen erfolgten mit der gleichen Alexa 488-Probe, Temperatur sowie 
Laserstärke wurden konstant gehalten.  
 




Abbildung 4.8 zeigt deutlich, dass bei Messungen im Bereich von 2 bis 200 µm fast keine 
Unterschiede in der Zählrate festzustellen sind, die Abweichung zwischen dem größten 
und den kleinsten gemessenen Durchschnittswert liegt bei etwa 2 Prozent. Allein bei 
2 µm Tiefe ist im Gegensatz zu den anderen Messtiefen eine leicht erhöhte 
Standardabweichung der gemessenen Zählraten zu beobachten. Diese beträgt 




Abbildung 4.8  Einfluss der Messtiefe auf die Zählrate 
Die Abweichungen der Zählrate (mit ihrer Standardabweichung 
aufgetragen) sind bei den verschiedenen Messtiefen im erprobten 
Bereich sehr gering. 
 
Für die ermittelte Anzahl der Moleküle im Fokus (siehe Abbildung 4.9) liegt die 
Abweichung der Durchschnittswerte zwischen 2 und 200 µm bei circa 4 %, und wird vor 
allem bei 2 und 200 µm Tiefe deutlich. Diese Abweichungen können jedoch aufgrund 
ihrer geringen Größe vernachlässigt werden. 
 
Bei der Betrachtung der normalisierten aufgenommenen Autokorrelationskurven bei 
verschiedenen Messtiefen (siehe Abbildung 4.10) ist keine Verschiebung der Auto-
korrelationskurven zu beobachten, sie überlappen sich im gesamten Bereich von 2 bis 
200 µm. Somit sind auch keine Veränderungen der Diffusionszeiten bei den 
verschiedenen Messtiefen zu erwarten. 
 






Abbildung 4.9  Einfluss der Messtiefe auf die Anzahl der 
Moleküle im Fokus 
Die Anzahl der Moleküle im Fokus (aufgetragen mit ihrer 
Standardabweichung) bleibt zwischen 4 und 100 µm konstant, bei 








Abbildung 4.10  Autokorrelationskurven 
von Alexa 488 in verschiedenen Messtiefen 
Im gesamten erprobten Bereich zwischen 2 
und 200 µm ist keine Verschiebung der 
Autokorrelationskurven festzustellen. Zur 
besseren Lesbarkeit wurden nur die Kurven 
bei 2 (rote Kurve), 20 (blaue Kurve) und 
200 µm (schwarze Kurve) abgebildet. 
 
Dies wird durch die Berechnung der dazugehörigen Diffusionszeiten (siehe Abbildung 
4.11) bestätigt. Selbst Messungen bei den Extremwerten 2 und 200 µm zeigen keine 
signifikante Abweichung, im gesamten erprobten Bereich bleiben die ermittelten 
Diffusionszeiten konstant. 
 
Daraus lässt sich schlussfolgern, dass der komplette Bereich zwischen 2 und 200 µm Tiefe 
für Messungen der Diffusionszeit zur Verfügung steht. 
 
Die in dieser Arbeit verwendeten adhärenten Zellen, die subkonfluent gehalten werden 
und als Monolayer wachsen, befinden sich aufgrund ihren Abmessungen und vor allem 
dem Durchmesser ihres Zellkerns, in einer Tiefe, die von 2 bis maximal 50 µm reicht. 
Dieser Bereich wird, wie hier gezeigt, problemlos von dem verwendeten Gerät abgedeckt. 







Abbildung 4.11  Diffusionszeit bei unterschiedlichen Messtiefen 
Die ermittelten Diffusionszeiten bleiben im Bereich von 2 bis 
200 µm konstant. 
 
4.4. Einfluss der Temperatur 
 
Für FCS-Messungen der Diffusion in lebenden Zellen ist es zwingend notwendig, dass alle 
Experimente bei 37°C durchgeführt werden. Nur so kann sichergestellt werden, dass die 
Zelle keine durch eine zu niedrige Temperatur verursachten Artefakte, die sich eventuell 
auf die Diffusionseigenschaften von Molekülen in der Zelle bemerkbar machen, 
aufweisen. Die Stokes-Einstein-Gleichung (siehe Gleichung 4.2), die den 
Diffusionskoeffizienten von globulären Partikeln in Lösung beschreibt, zeigt, dass die 













mit kB die Boltzmann-Konstante, T die Temperatur in Grad-Kelvin, η die 
temperaturabhängige Viskosität der Lösung (in diesem Fall Wasser) bei der Temperatur T 
und r der hydrodynamische Radius. Da kB und 6  π  r konstant bleiben, kann Gleichung 










mit K = Konstante. 















mit den Parametern A = 2,414×10-5 Pa·s, B = 247,8 K und C = 140 K 
Man sieht, dass bei einer bestimmten Lösung der Diffusionskoeffizient, und durch die 
Größe des Fokus miteinander verbunden die Diffusionszeit, allein von der Temperatur 
abhängt. Abbildung 4.12 zeigt anhand einer Messreihe zwischen 19,5 °C und 39,3 °C, bei 
der Probe und Laserstärke identisch bleiben, die Abnahme der Diffusionszeit mit 




Abbildung 4.12  Temperaturabhängigkeit der Diffusionszeit 
Die schwarzen Rechtecke zeigen die gemessene Diffusionszeit 
einer Alexa 488-Lösung bei Temperaturen zwischen 19,5 °C und 
39,3 °C. Die Kreise entsprechen den, mit Hilfe der Temperatur und 
der Viskosität von Wasser, auf 25 °C korrigierten Diffusionszeiten. 
Die Messungen erfolgten unter identischen Bedingungen (Probe, 
Laserleistung und Messtiefe). 
 
Zwischen 25 °C, der Temperatur, bei der fast alle Diffusionskoeffizienten in der Literatur 
angegeben werden, und 37 °C, der Temperatur, bei der in lebenden Zellen gemessen 
werden sollte, liegt ein Unterschied von über 30 % bei der Diffusionszeit. Es fällt zudem 
auf, dass in diesem Temperaturbereich die Abnahme der Diffusionszeit als linear 
beschrieben werden kann wie in [106] angegeben. Zwischen jedem Messschritt wurde 
dem System eine Zeitspanne von mindestens einer Stunde gegeben, um zu gewährleisten, 
dass die eingestellte Temperatur erreicht wird. Zudem wurde das System wurde auf die 
maximale Zählrate justiert. Dieser Schritt ist wichtig aufgrund der Wärmeausdehnung der 
mechanischen Teile wie Linsen, Spiegeln, FCS-Modul, mit steigender Temperatur. 




Korrigiert man die gemessenen Diffusionszeiten für eine Temperatur von 25 °C unter 
Verwendung von Gleichung 4.2 und der Viskosität von Wasser (Gleichung 4.4) erhält 
man einen Mittelwert für die Diffusionszeit τD25 = 37,5 ± 1,4 µs, der keine bedeutende 
Abhängigkeit von der Temperatur zeigt. Die leichten Abweichungen lassen sich durch 
den Messfehler, der mit FCS-Messungen verbunden ist, sowie durch kleine Diskrepanzen 
zwischen eingestellter und tatsächlicher Temperatur in der Probe erklären. 
 
Während der Messungen in lebenden Zellen sollte daher die Temperaturabweichung nie 
mehr als ± 1 °C betragen und das System immer bei der für die Messungen ausgewählten 
Temperatur justiert werden. 
 
Diese scheinbar triviale Aufgabe kann sich aber aufgrund der Funktionsweise vieler 
Inkubatoren als problematisch herausstellen. Die meisten Inkubatoren zeigen die 
Temperatur der Luft an nur einem Punkt des Gerätes an und berücksichtigten nicht die 
Lösung im Probenhalter. Abbildung 4.13 zeigt, dass die Stabilisierung der Temperatur in 
der Probe erst nach 90 Minuten (rote Kurve) erreicht wird, während 40 Minuten für den 
Innenraum des Inkubators (blaue Dreiecke: Temperatur im Inkubator auf dem 
Mikroskoptisch 1 cm hinter der Probe, grüne Rechtecke: Temperatur am Ausgang des 
Inkubators) ausreichen, wenn der Inkubator gestartet wird. 
 
Die tatsächlich erreichte Temperatur in der Lösung weicht häufig von der eingestellten 
Temperatur ab, wie auf Abbildung 4.13 zu sehen. Die Messungen wurden bei einer 
eingestellten Temperatur von 41 °C durchgeführt, wobei im Innenraum des Inkubators 
39 °C und in der flüssigen Probe nur 35 °C erreicht wurden. Daher ist eine Temperatur-
kalibrierung des Systems nötig, um die Stabilisierungszeit sowie den Korrekturfaktor für 
die gewünschte Temperatur in der Probe zu erhalten. 
 
Aber auch die Lage der Temperatursonde spielt eine Rolle bei dem Unterschied zwischen 
Soll- und Ist-Temperatur im Inkubator. Eine Positionierung in direkter Nähe des 
Probenhalters führt zu kleineren Abweichungen, wie man anhand der blauen Dreiecke 
und der grünen Rechtecke auf Abbildung 4.13 erkennen kann. 
 
Fluoreszierende Eichlösungen werden bei 4 °C im Dunkeln gelagert und müssen 37 °C 
erreichen, bevor sie zum Justieren des Systems verwendet werden können. Abbildung 
4.14 zeigt, wie die Temperatur des vorgewärmten Inkubators sich verändert, wenn eine 
solche Lösung samt gekühltem Probenhalter hineingestellt wird. Die Temperatur im 
Inneren des Inkubators (grüne Rechtecke) ändert sich kaum, im Gegensatz zu der 
Temperatur des Mikroskoptisches (blaue Dreiecke), die bei dem verwendeten System 
aufgrund der Masse und des Volumen des kalten Probenhalters aus Metall und des 
Volumens der Probe, um 6 °C fällt und ungefähr 25 Minuten braucht, um sich wieder bei 
40 °C zu stabilisieren. In der Lösung dauert dieser Prozess etwa 60 Minuten. Diese Werte 
sind allerdings abhängig von dem verwendeten Probenhalter und dem Volumen der 
Proben. 






Abbildung 4.13  Gemessene Temperatur an verschiedenen Stellen des 
Inkubators 
Die schwarzen Kreise stellen die Raumtemperatur dar, die blauen Rechtecke 
die Temperatur im Inkubator auf dem Mikroskoptisch 1 cm hinter der Probe, 
die grünen Rechtecke die Temperatur am Ausgang des Inkubators und die rote 
Linie die Temperatur in der Probe. Auffällig ist, dass die Probe länger als der 
Innenraum des Inkubators braucht, um sich zu erwärmen, und dass selbst 




Abbildung 4.14  Unterschied zwischen eingestellter und Temperatur in der 
Probe 
Die schwarzen Kreise stellen die Raumtemperatur dar, die blauen Rechtecke 
die Temperatur im Inkubator auf dem Mikroskoptisch 1 cm hinter der Probe, 
die grünen Rechtecke die Temperatur am Ausgang des Inkubators und die rote 
Linie die Temperatur in der Probe. Der Mikroskoptisch erreicht seine 
Solltemperatur schon nach 40 min, die Probe braucht dafür eine Stunde. 






Abbildung 4.15  Überschätzung der Diffusionszeit aufgrund 
niedriger Probentemperatur 
Die schwarze Kurve entspricht der Autokorrelationsfunktion der 
Alexa 488-Lösung bei 20 °C und die rote Kurve der gleichen 
Lösung bei 37 °C. Die Verschiebung der Autokorrelationskurve 
nach rechts (längere Diffusionszeit) bei der kälteren Probe ist 
deutlich zu erkennen. 
 
Messungen, die schon nach wenigen Minuten stattfinden, können zu einer deutlichen 
Überschätzung der Diffusionszeiten in der Probe von bis zu 50 % führen, wie in 
Abbildung 4.15 verdeutlicht wird. 
 
4.5. Reproduzierbarkeit der Messungen 
 
Um die Reproduzierbarkeit der Messungen zu überprüfen, wurden bei gleichbleibender 
Lasereinstellung 48 aufeinanderfolgende Punkte von 6 × 10 Sekunden in einer 20 µM 
Alexa 488-Lösung durchgeführt. Diese wurden an der Mittelposition des Scanners 
(Scanner bei den Koordinaten 0;0) in einer Tiefe von 20 µm aufgenommen. Abbildung 
4.16 zeigt die Ergebnisse. 
 
Die ermittelten Diffusionszeiten (schwarze Rechtecke) zeigen lediglich geringfügige 
Abweichungen von weniger als ± 4 % zum Mittelwert (roter Kreis) und von maximal 
± 10 % zwischen den aufgenommenen Punkten. 
 
Dies lässt auf eine gute Stabilität der Einstellung des Systems über die Zeit sowie auf 
reproduzierbare Experimente schließen. 
 






Abbildung 4.16  Abweichungen der Diffusionszeit über 
mehrere Messreihen 
Die bei der Nullposition des Scanners ermittelten Diffusionszeiten 
(schwarze Rechtecke) zeigen geringe Fluktuationen um einen 
Mittelwert von 29,14 µs (roter Kreis, mit Standardabweichung). 
 
 
4.6. Stabilität des Probentisches 
 
Um die Stabilität des Probentisches über die Zeit zu untersuchen, wurden 1 µm große 
immobilisierte Fluoreszenz markierte Polystyrolkügelchen verwendet. In Intervallen von 
5 Minuten wurden 100 aufeinanderfolgende Bilder aufgenommen und mit Hilfe des 
Maximum Intensity Projection (MIP)-Verfahrens, welches dafür entfremdet wurde, 
analysiert. Um dieses Verfahren benutzen zu können, müssen mehrere Kugeln auf dem 
Bild zu sehen sein.  
 
MIP wird gewöhnlich für die Visualisierung von dreidimensionalen Objekten (zum 
Beispiel Gefäße in der Medizin) verwendet. Dabei wird der gesamte Stapel von 
Einzelbildern als ein dreidimensionales Bild betrachtet und von einem Rechenprogramm 
analysiert. Es werden jeweils nur die hellsten Bildpunkte (Maximum Intensity) 
berücksichtigt, die hier den fluoreszierenden Kugeln entsprechen. Aus jeder Reihe von 
Voxeln (Voxel ist das Kürzel für Volumetric Pixel und ist das kleinste wahrnehmbare 
kastenförmige Teil eines dreidimensionalen Bildes. Es stellt einen Wert auf einem 
regelmäßigen Gitter im dreidimensionalen Raum dar und ist ähnlich zu einem Pixel in 
einem zweidimensionalen Bild) wird nur das mit der höchsten Signalintensität auf der 
zweidimensionalen Ebene projiziert. Das Pixel, welches die Reihe von Voxeln 




repräsentiert, bekommt genau diese Intensität zugewiesen. Abbildung 4.17 zeigt das 




Abbildung 4.17  Prinzip des MIP-Verfahrens 
Der Würfel links (A) stellt sich aus 5 × 5 × 5 Voxel zusammen, die 
verschiedene Grauwerte besitzen. Rechts (B) ist das Ergebnis des MIP-
Verfahrens zu sehen: ein zweidimensionales Bild in dem jedes Pixel dem 
höchsten Grauwert der Voxelreihe zugeordnet wird. 
 
Mit Hilfe dieses Verfahrens kann ein eventuelles "Schmieren" der Kugeln deutlich 
gemacht werden. Um die MIP-Analyse durchzuführen, wurde das Programm ImageJ 
[111] verwendet, und die Bilder wurden über eine Zeitspanne von 500 Minuten 
aufgenommen. 
 
Betrachtet man Abbildung 4.18 bemerkt man sofort den Unterschied zwischen beiden 
Bildern: im Bild rechts erscheinen die grünen Punkte heller und insbesondere breiter als 
im linken Bild. Vergleicht man die Abstände zwischen den einzelnen Punkten in beiden 
Bildern kann man feststellen, dass diese sich relativ zueinander nicht verändern. Dies ist 
ein Beweis dafür, dass sich die gesamte Fläche zwischen den Bildern leicht bewegt hat. 
Hätten die Abstände zwischen den Kugeln unterschiedliche Abweichungen gezeigt, 
würde dies bedeuten, dass entweder die Kugeln nicht vollständig immobilisiert sind oder 
optische Aberrationen bei der Bildaufnahme auftreten. 
 
Wie man anhand des geringen Schmierens in Abbildung 4.18 B deutlich erkennen kann, 
bleiben die Bewegungen des Probentisches innerhalb der 500-minütigen Zeitspanne sehr 
gering. 
 
Noch deutlicher wird die Stabilität des Aufbaus, wenn die Laufbahnen der Kügelchen 
entlang der Zeitachse analysiert werden. Dazu wurde das Plugin MTrack2 (Nico 
Stuurman, Vale Lab, Dept. of Cellular and Molecular Pharmacology, University of 
California, San Francisco) für das Programm ImageJ [111] verwendet. Abbildung 4.19 
zeigt deutlich, dass die zurückgelegten Strecken sehr klein sind. Die größtmögliche 
zwischen 2 Bildern theoretisch zurückgelegte Strecke beträgt 9 Pixel, was bei einer 
Auflösung der Bilder von 1 Pixel für 0,1 µm einer Strecke von 0,9 µm entspricht. 
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Abbildung 4.18  Stabilitätstest des Tisches, MIP-Verfahren 
(A): Eines von den 100 aufgenommen Bildern der Kügelchen. (B): Ergebnis des 













Abbildung 4.19  Bahn der Kügelchen 
Der von den Kügelchen zurückgelegte Weg wird 
hier deutlich gemacht. Gut zu erkennen ist das 
Problem bei Nr. 3: 2 Kügelchen liegen zu nahe 
beieinander und können von dem Programm nicht 
mehr als zwei einzelne Punkte unterschieden 
werden. (Vergleich mit Abbildung 4.18) 
 
Mit Hilfe des für ImageJ [111] entwickelten Plugins Measure Stack (Bob Dougherty, 
OptiNav Inc., Washington, USA) wurde die Veränderung des durchschnittlichen Pixel-
Grauwertes über die 500-minutige Zeitspanne analysiert. Dafür wurde um ein Kügelchen 
(Nr. 2 in Abbildung 4.19) ein ROI (Region Of Interest) von 42 × 37 Pixel definiert. Der 
Bereich wurde so ausgewählt, dass das Kügelchen über alle Bilder den definierten Bereich 
nicht verlässt und, dass keine andere Kugel in diese Region gelangt. 
 
Abbildung 4.20 zeigt, dass der Mittelwert über die gesamte Dauer des Experimentes 
fluktuiert. Da das Kügelchen den markierten Bereich nicht verlässt und kein anderes in 
diesen Bereich gelangt, sind die Fluktuationen der Intensität auschliesslich auf 
Bewegungen des Kügelchens in Z-Richtung zurückzuführen. Da aber das Kügelchen fest 
auf dem Objektträger eingebettet ist, sind die Bewegungen das Ergebnis von leichten Z-
Oszillationen des Mikroskoptisches.  




Das Kügelchen deckt im Durchschnitt 75 % (min. 59 %, max. 89 %) der definierten Fläche 
ab, was darauf schließen lässt, dass die Bewegungen in Z-Richtung minimal sind und 










Abbildung 4.20  Durchschnittlicher Pixel-
grauwert über die Zeit 
Die Fluktuationen des durchschnittlichen Pixel-
Grauwertes werden ausschließlich von leichten 
Veränderungen der Höhe der Probe verursacht. 
 
Aus diesen Experimenten lässt sich schlussfolgern, dass sich das System über die Zeit 
kaum in den drei Dimensionen bewegt. Die Stabilität des Systems über mehrere Stunden 
ist somit gewährleistet. 
 
4.7. Axiales Profil 
 
Der Scanner ist in der Lage einen Bereich von 100 × 100 µm in der Probe abzudecken 
(Softwarebegrenzung im Steuerungsprogramm FFM). Aber welcher Anteil dieser Fläche 
ist für aussagekräftige FCS-Messungen geeignet? Um diese Frage zu beantworten, wird die 
Analyse der Diffusionszeiten einer bekannten Probe über die Fläche gemessen. Da ein 
Scan der gesamten Fläche in einem 1-µm-Raster nicht realisierbar ist (101 × 101 ergeben 
10201 Punkte, was mit einer Messzeit von mindestens 1 Minute pro Punkt über 7 Tage 
ununterbrochenes Messen bedeuten würde, ohne dabei die vom Scanner benötigte 
Positionierungszeit zu berücksichtigen), wird über die Diagonale gemessen. Dafür werden 
30 Punkte auf der in etwa 141 µm langen Diagonale des 100 × 100 µm großen Quadrates 
gesetzt und gemessen. Die Ergebnisse sind in Abbildung 4.21 dargestellt: Die 
Abweichungen zwischen dem Mittelpunkt und den beiden Endpunkten der Diagonale des 
100 × 100 µm Bereiches betragen fast 100 %. Nur ein kleiner Bereich in der Mitte der 
Fläche zeigt geringe Abweichungen, welche reproduzierbare Messungen erlauben. Dieser 








Abbildung 4.21  Diffusionszeiten entlang der Diagonalen einer 
100 × 100µm Fläche 
 
Die großen Abweichungen über die 100 × 100 µm Fläche lassen sich dadurch erklären, 
dass der Laserstrahl, und somit der Fokus, durch Bewegungen von den Spiegeln auf eine 
bestimmte Stelle in der Probe positioniert wird. Durch dieses Kippen verliert der 
Laserfokus seine vorgegebene Geometrie und vergrößert sich. 
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berechnen. Bei dem verwendeten FFM-Gerät entspricht der axiale Radius h sechs Mal 
dem lateralen Radius r des Fokus. 
In Gleichung 4.5 steht D für den Diffusionskoeffizienten und beträgt bei Alexa 488 
555 µm²/s bei 37 °C, τD ist die für Alexa 488 Proben gemessene Diffusionszeit in µs bei 
37 °C, r der Radius des Fokus und h seine Höhe in µm. Am Nullpunkt (Scanner bei 0;0) 
ergibt sich ein Fokusradius von 0,25 µm und somit ein Volumen von 0,39 µm³ oder 0,39 fl. 
Anders sieht es bei dem Eckpunkt (50; -50) aus. Hier beträgt der Radius des theoretischen 
Fokus 0,33 µm und das Volumen 0,90 fl, was einer 2,3-fachen Vergrößerung des 
Volumens entspricht. Abbildung 4.22 zeigt schematisch anhand zweier Ellipsoiden den 
deutlichen Größenunterschied zwischen dem Fokus am Mittelpunkt und dem 
berechneten theoretischen, erweiterten Fokus in einer Ecke des 100 × 100 µm Bereiches. 
 






Abbildung 4.22  Schematischer Größenvergleich beider Foki 
Oben der Fokus am Mittelpunkt mit 0,39 fl, unten der errechnete, 
theoretische Fokus am Ende der Diagonale (50; -50) mit 0,90 fl. 
 
Der in Abbildung 4.21 verdeutlichte zentrale Bereich von 30 × 30 µm wird nun in einem 
2 µm-Raster gescannt. Dabei werden 17 Linien (es wurde eine zusätzliche Linie auf der 
y = 0 Position des Scanners angelegt) alternierend mit jeweils 16 und 15 Punkten 
aufgenommen. Abbildung 4.23 zeigt die Ergebnisse in Form einer Konturfläche. Die 
Farbunterschiede entsprechen den Variationen der Diffusionszeit innerhalb des 
gescannten Bereiches. Wie man erkennen kann, fluktuieren die meisten Werte in einem 
Bereich zwischen 27,5 und 32,5 µs, mit wenigen Ausnahmen an den vorderen rechten 
und hinteren linken Ecken der gescannten Fläche. Diese Abweichungen betragen jedoch 
















Abbildung 4.23  Scan 
der zentralen 30 × 30 µm 
Fläche 
Die Farbunterschiede 
zeigen die Abweichungen 
der Diffusionszeit in dem 
zentralen Bereich von 
30 × 30 µm, gemessen in 







Aufgrund dieser Ergebnisse kann die zentrale Fläche als gleichmäßig betrachtet werden. 
Sicherheitshalber wird bei den anstehenden Messungen dieser Arbeit versucht, die 
vordere rechte sowie die hintere linke Ecke zu vermeiden 
 
Nachfolgend werden die Effekte der positionsabhängigen Fokus-Erweiterung bei 
Messungen in lebenden Zellen untersucht. Dafür werden Hela-Zellen, die freies eGFP 
exprimieren, verwendet und auf einer Fläche von 100 × 100 µm, wie in Abbildung 4.24 
dargestellt, abgebildet. Die Verteilung der Messpunkte erfolgt überwiegend in den Ecken 
der 100 × 100 µm Fläche sowie in dem zentralen Bereich von 30 × 30 µm, um eventuelle 
positionsabhängige Unterschiede nachzuweisen. Weiterhin werden alle Messungen 
ausschließlich im Zytoplasma der Zellen durchgeführt. Organelle, wie das 



















Abbildung 4.24  Hela-Zellen in einer 
100 × 100 µm Aufnahme 
Die Messpunkte sind durch weiße 
Kreuze gekennzeichnet. 
 
Die ermittelten Diffusionszeiten samt Messpositionen werden in Abbildung 4.25 
dargestellt. Die starken Fluktuationen der Diffusionszeiten fallen sofort auf, insbesondere 
deren Verteilung: Im 30 × 30 µm Ausschnitt schwanken über 80 % der ermittelten Werte 
zwischen 195 und 235 µs und zeigen somit ähnliche Diffusionseigenschaften. Dahingegen 
zeigt die hintere linke Ecke Werte, die hauptsächlich über der 315 µs-Marke liegen. Diese 
Zunahmen der Diffusionszeiten stehen im Einklang mit dem gezeigten Einfluss der 
Position und somit der Veränderung der Geometrie des Fokus. Die Messpunkte im 
vorderen rechten Bereich zeigen ähnliche Werte wie im mittleren 30 × 30 µm Ausschnitt 
und können somit nicht durch die Position des Scanners erklärt werden. Für Messungen 
außerhalb des 30 × 30 µm zentralen Bereiches ist es daher nicht möglich aussagekräftige 
Diffusionszeiten zu ermitteln. Es kann höchstens spekuliert werden, ob die 
Veränderungen der Diffusionszeiten auf Unterschiede in den Zellen oder auf die Position 
des Laserfokus zurückzuführen sind. 






Abbildung 4.25  Diffusionszeiten in einer 100 × 100 µm Fläche 
Die ermittelten Diffusionszeiten von freiem eGFP (farblich 
kodiert) im Zytoplasma von lebenden HeLa-Zellen sind gegen 
die Scanner-Position aufgetragen. Drei verschiedene Bereiche 
wurden definiert: A entspricht der zentralen 30 × 30 µm Fläche, 
B einer 30 µm breiten Fläche an der linken Seite und C der 
gesamten Fläche von 100 × 100 µm. 
 
Abbildung 4.26 zeigt die Verteilung der Diffusionszeiten in den 3, in Abbildung 4.25, 
definierten Bereichen. Vergleicht man die Ergebnisse aus diesen 3 Bereichen fällt auf, dass 
die Diffusionszeit stark positionsabhängig ist, wenn außerhalb der zentralen Fläche von 







Abbildung 4.26  Verteilung der Diffusionszeiten 
Der in Abbildung 4.25 definierte Bereich A zeigt 
die kleinsten Diffusionszeiten in Vergleich zu den 
2 anderen Bereichen B und C. Die 
Diffusionszeiten verändern sich mit dem Bereich, 
in dem gemittelt wird, die Standardabweichung 






Daher sollte man sich bei Experimenten, bei denen die Diffusionszeit von Bedeutung ist, 
auf den Mittelbereich von 30 × 30 µm einschränken. Nur so kann sichergestellt werden, 
dass die ermittelten Werte nur geringe, vom Scanner verursachte Abweichungen der 
Diffusionszeit vorweisen und, dass Fluktuationen der Diffusionszeit eine biologische 
Ursache haben. 
Da der motorisierte Probentisch eine präzise Platzierung der Zellen auf der Nullposition 
des Scanners (optische Achse des Lasers) mit einer Genauigkeit von circa 0,2 µm [84] 
ermöglicht, sollte die hier beschriebene Fläche von 30 × 30 µm ausreichend sein, um eine 
einzelne Zelle abzubilden. 
 
4.8. Bestimmung der experimentellen Punktspreizfunktion 
 
Wie im Kapitel 1.5.1 erläutert, ist die PSF der Grundbaustein, aus dem die Bilder 
zusammengesetzt werden. Von daher sollen die Details des abgebildeten Objektes in der 
Größenordnung der PSF aufgenommen werden, um alle vorhandenen Informationen zu 
erfassen. Die ideale Abtastdichte wird durch das verwendete System und dessen Optik 
bestimmt und durch das Nyquist Abtasttheorem beschrieben [112]. 
 
4.8.1. Das Nyquist Abtasttheorem 
 
Das Nyquist Abtasttheorem definiert die minimale erforderliche Abtastdichte, um alle 
Informationen von dem Mikroskop in dem Bild zu erfassen. Diese Abtastdichte wird auch 
als kritische Abtastdichte bezeichnet. Ist der Abtastabstand größer als der, von dem 
Nyquist Theorem festgelegten kritischem Abstand, gehen Informationen über das Bild 
verloren. Durch solche undersampling Bedingungen entstehen Treppeneffekt-Artefakte. 
Ein zu geringer Abtastabstand, auch oversampling genannt, hat hingegen keinen 
negativen Einfluss auf die Bildqualität oder auf die Menge an Informationen, die das Bild 
beinhaltet, die Erfassungsdauer und die Rechenzeit steigen dadurch jedoch erheblich. 
Zusätzlich muss beachtet werden, dass eine längere Erfassungszeit, bedingt durch einen 
kleineren Abtastabstand, zur Beschädigung der Proben durch Photobleaching führen 
kann.  
 
Der kritische Nyquist Abtastabstand für konfokale Mikroskope wird wie folgt berechnet: 
 
Δx = λex / (8  n  sin α)  




mit n der Brechungsindex der Linse, α der halbe Apertur Winkel des Objektivs, λex die 
Anregungswellenlänge, und Δx, Δz der Abtastabstand respektiv in lateraler und axialer 
Richtung. 
 




In Gleichung 4.7 kann α wie folgt berechnet werden: 
 




mit NA die numerische Apertur. Aus Gleichung 4.8 zeigt sich der Zusammenhang 
zwischen der numerischen Apertur und dem Brechungsindex der Linse: 
 




Daraus wird ersichtlich, dass die numerische Apertur NA stets kleiner als der 
Brechungsindex n ist, da sin (α) immer kleiner als 1 ist. 
Nach Gleichung 4.9 hat also ein Wasserimmersionsobjektiv (Brechungsindex der Linse 
n = 1,338) mit einer NA von 1,2 einen halben Apertur Winkel α von ungefähr 63,75 Grad.  
Abbildung 4.27 zeigt die Abhängigkeit der kritischen Abtastdichte von der numerischen 
Apertur des Objektivs (NA) anhand des eGFP-Beispiels. Bei einem Weitfeld Mikroskop  
(rote Kurven) wird für die Berechnung der kristischen Abtastdichte die Emissions-
wellenlänge (in diesem Fall 511 nm für eGFP) verwendet, bei einem konfokalen 
Mikroskop (blaue Kurven) die Anregungswellenlänge (488 nm für eGFP). Um mit 




Abbildung 4.27  Kritische Abtastdichte und numerische Apertur 
Die Kurven zeigen die kritische Abtastdichte in axialer (gestrichelte Kurven) und lateraler 
(durchgezogene Kurven) Richtung für Weitfeld (rote Kurven) und konfokale (blaue 
Kurven) Mikroskope. Die Wellenlänge beruht auf dem Beispiel von eGFP und entspricht 
der Emissionswellenlänge (511 nm) bei einem Weitfeld Mikroskop und der 
Anregungswellenlänge (488 nm) bei einem konfokalen Mikroskop. 




Aus Gleichung 4.7 kann man die kritischen Abtastabstände berechnen. Die Anregungs-
wellenlänge des verwendeten konfokalen FFM-Gerätes beträgt bei Messungen mit eGFP 
488 nm, der Halbwinkel α = 63,75 Grad (aus Gleichung 4.9) und n = 1,338, da es sich um 
ein Wasserimmersionsobjektiv handelt. Daraus ergibt sich: 
 
Δx = 488 / (8 × 1,338 × sin 63,75) = 50,8 nm 
Δz = 488 / (4 × 1,338 × (1-cos 63,75)) = 163,5 nm 
 
Der erforderliche axiale Abtastabstand stellt kein Problem für das FFM-Gerät dar, die 
benötige laterale Auflösung kann jedoch nicht erreicht werden. Obwohl ein konfokales 
Mikroskop in der Lage ist, doppelt so viele Details wie ein Weitfeld Mikroskop zu 
übertragen, werden diese stark abgeschwächt. Ab 60 % und aufwärts der größten 
Frequenz wird kaum mehr etwas übertragen. Aufgrunddessen ist es vertretbar eine 
praktische Nyquist Frequenz von 60 % der theoretischen Frequenz zu benutzen. Bei dem 
verwendeten FFM-Gerät würde also der laterale Abtastabstand Δx = 50,8 / 60 % = 84,7 nm 
betragen, welcher realisierbar ist, da die maximale laterale Auflösung des Gerätes bei 
66,67 nm (steuerprogrammbedingt) liegt. 
 
4.8.2. Experimentelle Punktspreizfunktion  
 
Um die PSF eines Mikroskopes zu messen, sind ein oder mehrere 3D-Bilder von 
Kügelchen, die kleiner als die Auflösung des Mikroskopes sind (sogenannte subresolution 
Kügelchen) nötig, da diese klein genug sind, um als punktförmig betrachtet zu werden. 
Für ein konfokales Mikroskop würde die Größe solch eines Kügelchens 50 nm betragen. 
Kommerziell verfügbare Kügelchen mit diesem Durchmesser liefern aber kein 
ausreichendes Signal-zu-Rausch-Verhältnis, um die PSF direkt aus dem Bild extrahieren 
zu können. Zudem ist es nicht möglich deren Position mit ausreichender Präzision zu 
bestimmen, um über mehrere Kügelchen mitteln zu können. 
 
Eine Lösung des Problems besteht darin, größere Kügelchen mit einem Durchmesser 
zwischen 100 und 200 nm zu verwenden, und die Abbildung der Kügelchen für ihre 
theoretische Größe zu korrigieren: Mit einem Modell des Kügelchenumrisses wird die 
PSF so berechnet, dass das Modell des Kügelchens dem aufgenommenen Bild des 
Kügelchens entspricht.  
 
Auf einem Deckglas immobilisierte Kügelchen, TetraSpeck Fluorescent Microspheres 
(Molecular Probes) werden als Z-Reihe abgebildet. Die Höhe der Serie soll immer so 
ausgewählt werden, dass ausreichend Spielraum zwischen den Kügelchen und den letzten 
Bildern der Reihen besteht, damit kein Teil der PSF abgeschnitten wird. Die 
Abbildungsparameter werden, wie im Kapitel 4.8.1 beschrieben, eingestellt: die laterale 
Auflösung beträgt 66,67 nm in X- und Y- Richtung und die axiale Auflösung 100 nm 
(anstatt der empfohlenen 163 nm, da das Steuerprogramm nur 100 nm Schritte in der Z-




Richtung bei Bilderstapeln erlaubt), der aufgenommene Bereich hat somit eine Höhe von 
3 µm. Abbildung 4.28 zeigt 3 Bilder einer mit dem FFM Programm aufgenommenen Z-
Reihe: das oberste, mittlere und unterste Bild sind dargestellt. 
 
 A    B    C  
 
Abbildung 4.28  Abbildung von 200 nm großen Kügelchen 
Auf dem obersten (A) und dem untersten (C) Bild des Stapels ist außer 
Hintergrundsrauschen nichts zu erkennen. Die Kügelchen sind aber auf der Aufnahme in 
der Mitte des Stapels (B) gut zu sehen. 
 
Mit Hilfe des lizenzfreien Programmes ImageJ [111] werden die einzeln aufgenommenen 
Bilder zu einem Stapel (stack) zusammengefügt und als solcher gespeichert. Diese 
Bilderstapel (stacks) werden im Programm Huygens Professional (Scientific Volume 
Imaging, Niederlande) geöffnet und in einzelne Kanäle (rot, grün und blau) gesplittet. Da 
die Kügelchen mit der 488 nm Linie des Lasers angeregt und ihre Emission bei 530 nm 
aufgenommen wurde, enthält nur der grüne Kanal Daten. In diesem Kanal werden die 
Kügelchen gemittelt und ein Mittelwertkügelchen von Huygens Professional berechnet 
(siehe Abbildung 4.29). Aus diesem Mittelwertkügelchen wird die PSF "destilliert". 
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Abbildung 4.29  Abbildung eines gemittelten 
Kügelchens 
Die Abbildung zeigt links (A) einen Schnitt im XY-
Plan durch die Mitte des Kügelchens und rechts 
(B) einen axialen Schnitt in der YZ-Ebene, 
ebenfalls durch die Mitte des Kügelchens. 
 
4.8.3. Der Strukturfaktor des Fokus 
 
Die PSF ist ein einfaches Werkzeug, um den Strukturfaktor des Laserfokus zu bestimmen. 
Bilder von aufgenommenen Kügelchen werden im Programm Huygens Professional mit 
der experimentell bestimmten PSF unter Verwendung des Classic Maximum Likelihood 
Estimation Modells zurückgefaltet. 
 














Abbildung 4.30  Rückgefaltetes 
Bild von 200 nm Kügelchen 
Die Abbildung zeigt links (A) einen 
axialen Schnitt durch die Mitte eines 
Kügelchen und rechts (B) einen 
Schnitt im XY-Plan ebenfalls durch 
die Mitte desselben Kügelchens. 
 
Um den Strukturfaktor des Laserfokus zu erhalten, wird die Höhe des abgebildeten 
Kügelchens durch dessen Breite dividiert. Der so berechnete Strukturfaktor von 6 ist dem 
durch das Programm QuickFit, anhand von Kalibrierungsmessungen, bestimmten Faktor 
gleich. 
 
4.9. Vergleich der Messkammern  
 
Die verschiedenen Messkammern wurden untereinander verglichen, um eventuelle 
Unterschiede in deren Eigenschaften, die sich negativ auf die FCS-Messungen auswirken 
könnten, zu untersuchen. 
 
Dafür wurde eine Alexa 488-Lösung unter gleichbleibenden Bedingungen in allen 
3 Messkammertypen gemessen. Für jede Messkammer wurde das Gerät durch den 
Glaskorrekturring am Objektiv auf die maximale Zählrate justiert, um die verschiedenen 
Glasstärken der Kammern zu berücksichtigen.  
 
Abbildung 4.31 zeigt, dass sowohl die Zählrate (A) als auch die Anzahl der Moleküle im 
Laserfokus N (B) abhängig von der verwendeten Kammer sind. Durch das verwendete 
Glas zeigt der im Rahmen dieser Arbeit entwickelte 8-Kammer-Probenhalter eine um 
35 % höhere Zählrate pro Molekül als in den beiden anderen Kammern. Dahingegen sind 
die in der CHAMO-Messkammer ermittelten Diffusionszeiten 10 % kleiner als in den 
anderen Messkammern. Betrachtet man die Zählrate, die Anzahl der Moleküle im Fokus 
und die Diffusionszeiten, wird deutlich, dass die CHAMO-Messkammer einen kleineren 
Laserfokus ermöglicht als beide anderen Kammervarianten. Dies wird durch die 
Verwendung von hochwertigen Deckgläsern und durch eine absolut plane Auflagefläche 
möglich gemacht. 
 









Abbildung 4.31  Vergleich der 3 verwendeten Messkammertypen 
Die gemessene Zählrate (A) sowie die Anzahl der Moleküle im Fokus N (B) sind bei den 
3 verwendeten Messkammern, bei gleichbleibenden Messbedingungen, unterschiedlich. 
Der im Rahmen dieser Arbeit entwickelte 8-Kammer-Probenhalter zeigt eine höhere 
Zählrate pro Molekül als beide anderen Kammern (C). Die CHAMO-Messkammer zeigt 
dahingegen die kleinsten Diffusionszeiten (D). Das Gerät wurde für jede Messkammer 
auf maximale Zählrate justiert, Laserintensität, Temperatur und Lösung sind identisch für 
alle Messungen. 
 
Durch diesen Vergleich erweist sich der 8-Kammer-Probenhalter als die optimale Lösung 
für die Untersuchung von niedermolekularen Proben. Für Messungen in Zellen ist die 
CHAMO-Messkammer, aufgrund ihres kleineren Laserfokus, der eine höhere 
Raumauflösung ermöglicht, besser geeignet. 
 
4.10. Anzahl und Länge der Läufe  
 
Für die Erstellung der Diffusionskarten im Zellkern von lebenden Zellen liegt die Anzahl 
an benötigten Punkten bei etwa 30 bis 50, um eine ausreichende Auflösung zu erreichen. 
Die Menge an Energie, die von der Zelle während der Messung absorbiert wird, ist zu 
hoch und würde zur Zellbewegungen und Zellschäden führen. Deshalb galt es, eine 
reduzierte Anzahl und Länge von Läufen zu finden, die ähnliche Ergebnisse liefern wie 
bei Messungen mit 6 × 10 Sekunden. Zwei Messreihen von jeweils 10 Punkten wurden für 
jede Kombination von Anzahl und Länge der Läufe unter exakt gleichen Bedingungen 
unabhängig voneinander aufgenommen. Die Ergebnisse werden in Abbildung 4.32 
dargestellt. Wie zu erwarten, zeigt die Kombination aus 6 Läufen von jeweils 10 Sekunden 
die kleinste Standardabweichung aufgrund der besseren Statistik. Aber auch alle anderen 




Kombinationen mit 6 Läufen, sowie 3 × 10 und 2 × 10 Sekunden zeigen sehr kleine 
Standardabweichungen. Alle Kombinationen mit nur einem Lauf werden ausgeschlossen, 
da durch die kleine Menge an aufgenommenen Daten keine vernünftige Statistik möglich 
ist. Weiterhin gibt es für die Autokorrelationskurve an jedem Messpunkt keine 
Vergleichsmöglichkeit, da die aufgenommenen Daten aus einem einzigen Lauf bestehen. 
Sind mehrere Läufe für einen Punkt vorhanden, kann man diese untereinander 




Abbildung 4.32  Verschiedene Kombinationen aus Anzahl und 
Länge der Läufe 
Die Ergebnisse stellen sich aus 20 gemessenen Punkten pro 
Kombination zusammen. Die Erhöhung der Anzahl sowie der Länge 
der Läufe bringen eine Minderung der Standardabweichung. 
Deswegen zeigen alle Kombinationen mit 6 Läufen die kleinsten 
Standardabweichungen, verglichen mit Kombinationen mit der 
gleichen Länge aber einer anderen Anzahl von Läufen. 
 
Wie in Abschnitt 2.7.2.ii erklärt, verträgt eine Zelle maximal 5 Punkte mit 6 Läufen von 
jeweils 10 Sekunden, was einer Exposition an dem Laserlicht von 300 Sekunden 
entspricht. Daher bringt die Kombination von 2 × 10 Sekunden eine Erhöhung der 
Punkteanzahl um einen Faktor 3, was eine maximale Anzahl von 15 Punkten pro Zelle 
zulässt. Diese Anzahl an Messpunkten ist aber zu gering, um eine zufriedenstellende 
Auflösung der Karten zu erreichen. Weitere interessante Kombinationen sind 2 × 3, 3 × 2 
und 6 × 1 Sekunden, da diese eine Erhöhung der Punkteanzahl um einen Faktor 10 bei 
kleinstmöglichen Standardabweichungen ermöglichen, sowie 3 x 1 Sekunden, die eine 
Steigerung um einen Faktor 20 ermöglicht. Es muss auch berücksichtigt werden, dass die 
Software der Korrelatorkarte eine kleine Pause zwischen jedem Lauf eines Punktes 
einlegt, bei der der Laser die Probe weiterhin bestrahlt. Bei einer Anzahl von 30 bis 50 
Punkten ist es sinnvoll die kleinstmögliche Anzahl an Läufen auszuwählen, um diesen 
Faktor zu minimieren. Aus den genannten Gründen wurde die Kombination von 2 × 3 




und in einem Fall 3 × 1 Sekunden für die Messungen zur Erstellung der Diffusionskarten 




















5.1. Negative Kontrolle der Fluoreszenz in Zellen 
 
Bevor Messungen in eGFPn-exprimierenden Zellen durchgeführt werden können, muss 
der Beitrag der Autofluoreszenz in den Zellen geprüft werden. Dafür werden die 
Fluktuationen der Autofluoreszenz in nicht transfizierten Zellen aufgenommen und 
analysiert. Auch das Übersprechen der eGFP-Fluoreszenz im roten Kanal, und das der 
mRFP-Fluoreszenz im grünen Kanal sollen überprüft werden, da diese gegebenenfalls die 
aufgenommene Zählrate, und in Abhängigkeit von dieser, die Diffusionszeiten der eGFP-
Multimere und die Werte der Chromatindichte, beeinflussen können.  
5.1.1. Nicht transfizierte Zellen 
 
Abbildung 5.1 zeigt das Beispiel einer nicht transfizierten HeLa-Zelle als negative 
Kontrolle für Autofluoreszenz in den Zellen. Das obere Bild (A) zeigt eine CLSM-
Aufnahme der Zelle, das untere (B) das gleiche Bild mit zusätzlich eingeschaltetem 


















Abbildung 5.1  Negative Kontrolle 
der Fluoreszenz 
(A): CLSM-Aufnahme einer nicht 
transfizierten HeLa-Zelle, (B): CLSM-
Aufnahme mit zusätzlich einge-
schaltetem Durchlicht derselben Zelle. 
Für beide Bilder sind links der grüne 
und rechts der rote Kanal zu sehen. 
Bei den fluoreszierenden Punkten 
handelt es sich um schwache 
Autofluoreszenz der Zelle.  
 
Bei den fluoreszierenden Punkten handelt es sich um Autofluoreszenz, welches man an 
dem breiten Spektrum der emittierten Fluoreszenz, die sowohl im grünen als auch im 
roten Kanal sichtbar ist, erkennen kann. Die Autofluoreszenz in den Zellen ist mit einer 
Zählrate von weniger als 4 kHz sehr schwach (siehe Abbildung 5.2 A). Aus Abbildung 5.2 
B wird ersichtlich, dass die aufgenommenen Fluoreszenzfluktuationen weder im grünen 
(schwarze Kurve) noch im roten Kanal (rote Kurve) eine Autokorrelation zeigen, die auf 
eine Diffusion schliessen lassen könnte. Zum Vergleich ist die Autokorrelationskurve von 




eGFP in einer transfizierten Zelle (blaue Kurve) aufgetragen. Das Inset zeigt die gleichen 
Daten in einer für die eGFP-Autokorrelationskurve geeigneten Skala. 
 
 A    B 
 
Abbildung 5.2  Zählraten und Autokorrelationsfunktion in einer nicht transfizierten 
Zelle 
(A): gemessene Zählraten der Autofluoreszenz im grünen Kanal (schwarze Kurve) und im 
roten Kanal (rote Kurve), (B): Autokorrelationsfunktion der Autofluoreszenz im grünen 
Kanal (schwarze Kurve) und im roten Kanal (rote Kurve), verglichen mit der 
Autokorrelationskurve von eGFP in einer transfizierten Zelle. Das Inset zeigt die gleichen 
Daten in einer für die Autokorrelationsfunktion von eGFP geeigneten Skala. 
 
Die Autofluoreszenz der Zellen kann, aufgrund ihres minimalen Beitrages, bei Messungen 
in eGFP-exprimierenden Zellen vernachlässigt werden. 
 
5.1.2. Übersprechen der eGFP-Fluoreszenz im roten Kanal 
 
Um das Übersprechen der eGFP-Fluoreszenz im roten Kanal zu überprüfen, werden 
Zellen, die nur mit eGFP oder einem eGFP-Multimer transfiziert sind, gemessen. FCS-
Messungen werden parallel sowohl im grünen als auch im roten Kanal aufgenommen. 
Gegen das Übersprechen der eGFP-Fluoreszenz im roten Kanal sprechen niedrige 
Zählraten in diesem Kanal, die sich nicht von den, in nicht transfizierten Zellen 
aufgenommenen Werten unterscheiden, und vor allem keine Korrelation aufweisen. 
Abbildung 5.3 zeigt eine CLSM-Aufnahme im grünen (links) und roten (rechts) Kanal 
einer mit eGFP transfizierten Zelle. Die eGFP-Fluoreszenz zeigt ein leichtes 
Übersprechen im roten Kanal. Die aufgenommenen Zählraten im roten Kanal betragen 
weniger als 10% der Zählraten im grünen Kanal (siehe Abbildung 5.4 A) und zeigen keine 
ersichtliche Korrelation (siehe Abbildung 5.4 A). Dieses leichte Übersprechen der eGFP-
Fluoreszenz kann mit Hilfe des Programms Meanmaker_nico51 (siehe Kapitel 2.7.4.ii) von 
der Fluoreszenz im roten Kanal subtrahiert werden. 
 
Dieses leichte Übersprechen der eGFP-Fluoreszenz im roten Kanal stellt also bei der für 
die FCS-Messungen verwendeten Laserintensität kein Problem dar. 
 








Abbildung 5.3  Übersprechen der 
eGFP-Fluoreszenz im roten Kanal 
Das Bild zeigt eine eGFP-
exprimierende HeLa-Zelle. Die grüne 
eGFP-Fluoreszenz (linkes Bild) zeigt 
ein leichtes Übersprechen im roten 
Kanal (rechts). 
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Abbildung 5.4  Zählraten und Autokorrelationsfunktion in einer eGFP-Kontrollzelle 
(A) Die aufgenommenen Zählraten im roten Kanal (rote Kurve) einer eGFP-
exprimierenden HeLa-Zelle betragen weniger als 10 % des Wertes im grünen Kanal 
(schwarze Kurve). (B) Der rote Kanal (rote Kurve) zeigt im Gegensatz zum grünen Kanal 
(schwarze Kurve) keine Autokorrelation. 
 
5.1.3. Übersprechen der mRFP-Fluoreszenz im grünen Kanal 
 
Um das Übersprechen der mRFP-Fluoreszenz im grünen Kanal zu überprüfen, werden 
Zellen, die nur mit dem H2A-mRFP-Konstrukt transfiziert sind, verwendet. FCS-
Messungen werden parallel sowohl im grünen als auch im roten Kanal aufgenommen. 
Gegen ein Übersprechen der mRFP-Fluoreszenz im grünen Kanal sprechen niedrige 
Zählraten in diesem Kanal, die sich nicht von denen der nicht transfizierten Zellen 
unterscheiden. 
Abbildung 5.5 zeigt eine CLSM-Aufnahme im grünen (links) und roten (rechts) Kanal 
einer mit mRFP transfizierten HeLa-Zelle. Ersichtlich ist, dass die mRFP-Fluoreszenz 
keine messbaren Werte im grünen Kanal liefert. Die im grünen Kanal aufgenommenen 
Zählraten sind fast identisch mit den Werten einer nicht transfizierten Zelle (siehe 
Abbildung 5.6 A). Das Übersprechen der mRFP-Fluoreszenz im grünen Kanal beträgt zu 
Beginn der Messung etwa 0,4 % und steigt gegen Ende der Messung geringfügig auf 0,6 %, 
wenn die Zählrate im roten Kanal sinkt. Das zeigt, dass gegen Ende der Messung der 
Beitrag der grünen Fluoreszenz größer als das Übersprechen der mRFP-Fluoreszenz im 
grünen Kanal ist. 
 









Abbildung 5.5  Übersprechen der 
mRFP-Fluoreszenz im grünen Kanal 
Das Bild zeigt eine H2A-mRFP-
exprimierende HeLa-Zelle. Die rote 
mRFP-Fluoreszenz (rechts im Bild) zeigt 
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Abbildung 5.6  Zählraten und Autokorrelationsfunktion in einer H2A-mRFP-Kontroll-
zelle 
Die aufgenommenen Zählraten (A) im grünen Kanal (schwarze Kurve) einer mRFP-
exprimierenden HeLa-Zelle sind kaum messbar im Vergleich zu den Werten im roten 
Kanal (rote Kurve). (B): Im roten (rote Kurve) sowie im grünen Kanal (schwarze Kurve) ist 
keine Autokorrelation festzustellen. 
 
Aufgrunddessen kann das Übersprechen der mRFP-Fluoreszenz im grünen Kanal, bei der 
für die FCS-Messungen verwendeten Laserintensität, vernachlässigt werden. 
 
5.2. Lokalisation der eGFP-Multimere in der Zelle 
 
Die konfokalen Bilder aller vier transfizierten Zelllinien zeigen, dass eGFP-Monomere in 
der gesamten Zelle verteilt sind (siehe Abbildung 5.7). Man erkennt, wie schon in [113] 
beschrieben, dass die Proteine aufgrund ihrer niedrigen Molmasse von 27 kDa durch die 
Kernporen in den und aus dem Zellkern diffundieren können. 
 
Ein großes Ausmaß an Durchdringung des Chromatinnetzwerkes durch alle eGFP-
Oligomere, wie es schon bei anderen Proben beobachtet wurde [10,114,115], kann auf 
den konfokalen Bildern beobachtet werden. Weiterhin akkumulieren oder aggregieren 
die eGFP-Homomultimere an keiner spezifischen Region im Zellkern und sind, mit einer 
geringen Abnahme im Bereich der nuklearen Membranen, weitgehend homogen verteilt. 
Eine Abnahme der eGFP-Konzentration im Zusammenhang mit erhöhter 
Chromatindichte kann anhand der Bilder nicht festgestellt werden. Jedoch wird eine 




starke Verringerung der eGFP-Konzentration, die in einigen Zellen fast schon Ausschluss-
Niveau erreicht, im Bereich der Nukleolen beobachtet (siehe Abbildung 5.8), wie es schon 
für eGFP-Multimere mit konfokale Fluoreszenz Mikroskopie [88], CLSM [116] und 
andere Proteine berichtet wurde [117]. 
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Abbildung 5.7  eGFP 
exprimierende Zellen 
(A): HEK293-Zelle, (B): HeLA-
Zelle, (C): T98G-Zelle, (D): 
TP366-Zelle. Die eGFP-Proteine 
sind in der gesamten Zelle 
gleichmäßig verteilt, mit einer 
Abnahme in einigen Vakuolen 




Außerdem konnte im Zellkern aller untersuchten Zelllinien festgestellt werden, dass die 
Menge der eGFP-Multimere im Zellkern mit steigender Molmasse abnimmt (siehe 
Abbildung 5.9). Diese Beobachtung stimmt mit den Ergebnissen aus früheren Berichten 







Abbildung 5.8  Vergleich der eGFP-
Verteilung mit der Chromatindichte 
Es kann keine Verminderung der eGFP-
Konzentration (links im Bild, grün) in 
Bereichen hoher Chromatindichte (rechts 
im Bild, rot) festgestellt werden, lediglich in 
den Nukleolenbereichen, in denen fast 
Ausschluss-Level erreicht werden. Die 
Abbildung zeigt das Beispiel einer 
HEK293-Zelle 















Abbildung 5.9  Verteilung der 
eGFP-Multimere in den Zell-
kernen von HEK293-Zellen 
(A): eGFP-Monomer, (B): eGFP-
Dimer, (C): eGFP-Trimer, (D): 
eGFP-Tetramer. Die Abnahme 
der eGFP-Konzentration ist bei 
dem Trimer und besonders bei 
dem Tetramer deutlich zu 
erkennen. 
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5.3. In-Gel Fluoreszenz 
 
Die aus den verschiedenen eGFP-Konstrukten resultierende Fluoreszenz wurde im 
Zytoplasma als auch im Zellkern aller transfizierten Zelllinien beobachtet. Mit Hilfe von 
native Fluoreszenz Gelen und Immunoblotting wurden die in vivo Expression und 
Degradationsprodukte der eGFP-Multimere kontrolliert. 
 
Wie in Kapitel 2.5.5 beschrieben, wurden aus vier Kulturen von HeLa-Zellen, jeweils mit 
einem eGFPn-Konstrukt transfiziert, Zellextrakte vorbereitet, die auf native Fluoreszenz 
Gelen untersucht wurden. Die Ergebnisse sind in Abbildung 5.10 dargestellt. Die 
verschiedenen eGFP-Expressionsprodukte sind nach ihrer molaren Masse sauber getrennt, 
in jeder Probe ist nur das transfizierte Protein als fluoreszierendes Produkt zu beobachten. 
Fluoreszierende Degradationsprodukte der transfizierten Proteine oder sonstige 
Fluoreszenz wurden, wie schon in [88] beschrieben, nicht beobachtet.  
 
Zusätzlich wurden die Zellextrakte mit Hilfe von Immunoblotting charakterisiert (siehe 
Abbildung 5.11). Für jedes Konstrukt wurde jeweils eine ähnliche Probe wie für die native 
Fluoreszenz Gele (mechanische Extraktion, blaue Kästen in Abbildung 5.11), sowie ein 
chemisches Zelllysat verwendet (rote Kästen in Abbildung 5.11). Auch hier sind die 
verschiedenen Konstrukte entsprechend ihrer molaren Masse getrennt. Der Unterschied 
zwischen beiden Proben wird sofort ersichtlich: die chemischen Zelllysate zeigen viele 
Degradationsprodukte, die bei den mechanisch extrahierten Proteinen nicht zu 
beobachten sind. Bei den mechanischen Zelllysaten der Trimere und Tetramere ist jeweils 
eine weitere Bande (siehe Abbildung 5.11, blaue Pfeile) unterhalb der Hauptbande zu 




sehen. Dabei könnte es sich um Degradationsprodukte handeln oder durch ein Überladen 








Abbildung 5.11  Western-Blot 
der eGFP-Multimere 
Für jedes Konstrukt wurden zwei 
Proben aufgetragen, je ein 
Zellextrakt aus mechanischer 
(blaue Kästen) und aus 
chemischer Extraktion (rote 
Kästen). Die eGFP-Multimere 
werden nach ihrer molaren 
Masse getrennt. Die chemisch 
extrahierten Trimere und Tetra-
mere weisen Degradations-
produkte auf. Auch bei den 
mechanisch extrahierten Tri- und 
Tetrameren ist jeweils eine 
weitere Bande sichtbar. 
 
Um dies herauszufinden, wurde ein weiteres Gel mit ausschließlich mechanisch 
extrahierten Zellextrakten gefahren (siehe Abbildung 5.12 A), und die gleiche Membran 
wurde mit monoklonalem anti-β-Actin Maus Antikörper als Ladekontrolle inkubiert 
(siehe Abbildung 5.12 B). Auf diesem Gel sind keinerlei Degradationsprodukte der eGFP-
Proteine festzustellen, und die Ladekontrolle zeigt, dass die Menge an Zellextrakten in 
allen vier Ladetaschen fast identisch war. Aus Abbildung 5.11 und Abbildung 5.12 geht 
hervor, dass die mechanische Lyse von Zellen zu keinen fluoreszierenden 
Degradationsprodukten führt und deshalb einen klaren Vorteil über die chemische Lyse 
bietet. Aus diesem Grund wurde die mechanische Extraktion für die Gewinnung von 













Abbildung 5.10  Native Fluoreszenz Gel 
Die vier exprimierten Proteine sind nach 
ihrer molaren Masse getrennt. Weitere 






















Abbildung 5.12  Western-Blot der 
eGFP-Multimere 
(A): Die vier in HeLa-Zellen 
exprimierten Proteine sind nach 
denaturierender SDS-PAGE nach 
ihrer molaren Masse getrennt, 
Degradationsprodukte sind nicht 
vorhanden. (B): Ladekontrolle mit 
monoklonalem anti-β-Actin Maus 
Antikörper. 
 
Anhand dieser Ergebnisse kann man davon ausgehen, dass die in den Zellen beobachtete 
Fluoreszenz ausschließlich von den intakten transfizierten eGFP-Konstrukten ausgeht. 
 
5.4. Mobilität von eGFP-Multimeren in Zellkernen 
 
Die Fluoreszenzfluktuationen der verschiedenen eGFP-Multimere im Kern der 
Interphase-Zellen wurden parallel zu der Intensität der Histon-mRFP1 Fluoreszenz, wie 
in Kapitel 2.7.2.ii beschrieben, aufgenommen. 
 
Nach Auswertung der Daten (siehe Kapitel 2.7.4.ii) jedes Konstruktes in jeder Zelllinie 
erhält man die Diffusionszeiten und die relativen Anteile zweier diffusiver Komponenten. 
Da die Diffusionszeiten gerätespezifisch sind und mit dem fokalen Volumen von Tag zu 
Tag leicht variieren, werden sie in Diffusionskoeffizienten umgerechnet. Dafür werden 
die, vor jeder Messung aufgenommenen, Kalibrierungsmessungen aus Alexa 488-Lösung, 
sowie der Diffusionskoeffizient von Alexa 488 bei 37 °C verwendet. Um den 
Diffusionskoeffizienten von Alexa 488 bei 37 °C zu berechnen, werden die gemessenen 
Diffusionszeiten bei 25 °C und 37 °C, sowie der, der Literatur entnommene, 
Diffusionskoeffizient bei 25 °C [106] benötigt und in Gleichung 4.1 eingesetzt. Es ergibt 
sich: 
 












 / (4 × 21,9 × 10-6 s) = 555,8 × 10-12 m2/s 




Eine weitere Möglichkeit den Diffusionskoeffizienten von Alexa 488 bei 37 °C zu 
bestimmen, erfolgt durch die Berechnung des theoretischen Diffusionskoeffizienten bei 
37 °C, unter Verwendung von Gleichung 2.6: 
 
D37 = D25  (η25 / T25)  (T37 / η37) 




/s × (8,91 × 10-4 kg/ms / 298,15 K) × (310,15 K / 6,92 × 10-4 kg/ms) 






Der anhand der Messungen bestimmte Diffusionskoeffizient von Alexa 488 bei 37 °C zeigt 
weniger als 0,25 % Abweichung von dem berechneten theoretischen Wert. Dadurch zeigt 
sich, dass die Temperaturabhängigkeit des Diffusionskoeffizienten stimmt, und dass der 
errechnete Wert des Diffusionskoeffizienten von Alexa 488 bei 37 °C zur Eichung des 
Fokusvolumens verwendet werden kann. 
 
5.4.1. Statistische Verteilung der eGFP-Diffusionskoeffizienten 
 
Die Fluktuationen der Fluoreszenz der eGFP-Multimere wurden bei Zählraten im Bereich 
von 10 bis 550 kHz aufgenommen. Abbildung 5.13 zeigt die Verteilung der gemessenen 
Intensitäten der eGFPn-Fluoreszenz für alle Messungen. Um die mangelnde Eindeutigkeit, 
die üblicherweise mit Histogrammenverteilungen assoziiert wird, zu vermeiden, und um 
eine objektive Auswahl der Balkenbreite zu erreichen, wurde diese nach der Formel von 
Scott [119] ausgewählt, die sich folgendermaßen definiert: 
 
W = 3,49    N-1/3 Gleichung 5.1
 
Wobei W die Balkenbreite,  die Standardabweichung der Verteilung und N die Anzahl 
der Proben ist. Um einen Vergleich zwischen den Verteilungen zu ermöglichen, wurde 
die Balkenbreite auf die für alle vier Verteilungen kleinste berechnete Balkenbreite 
konstant gehalten. Die Verteilungen der gemessenen Zählraten sind für alle vier 
Konstrukte ähnlich, das Tetramer zeigt jedoch eine erhöhte Messdichte in dem Bereich 
von 50 kHz bis 100 kHz. Daraus folgt, dass die Anzahl der Moleküle im Fokus mit 
zunehmender Molmasse der eGFP-Multimere abnimmt, da das Tetramer zum Beispiel 
eine 4-fach höhere Molekularhelligkeit als das Monomer hat. Ausgehend davon könnte 
man erwarten, dass die Variationen des Diffusionskoeffizienten, aufgrund eines 
schlechteren Signal-zu-Rausch-Verhältnisses, steigen. Wie in Abbildung 5.14 
verdeutlicht, tritt dieser Effekt jedoch nicht auf. Man erkennt auch, dass sich die Werte 
der resultierenden Diffusionskoeffizienten von einem gegebenen Konstrukt immer in 
einem bestimmten Bereich befinden, und dies unabhängig von der Zelllinie ist. Die 
Mittelwerte und Standardabweichungen zeigen für ein bestimmtes Konstrukt zwischen 
den verschiedenen Zelllinien keine statistisch signifikanten Unterschiede. 
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Abbildung 5.13  Verteilung der Fluoreszenzintensität der eGFP-Multimere 
Die Verteilung der Zählraten des Monomers (A), Dimers (B), Trimers (C) und Tetramers 
(D) sind nahezu identisch. 
 
Ohne Differenzierung zwischen den Zelllinien zeigen die Diffusionskoeffizienten eine 
Verteilung zwischen 87 und 20 µm2/s (50,6 µm2/s Mittelwert) für das Monomer, 58 und 
14,5 µm2/s (31 µm2/s Mittelwert) für das Dimer, 44 und 9 µm2/s (23,8 µm2/s Mittelwert) für 
das Trimer und 42 und 8 µm2/s (20,2 µm2/s Mittelwert) für das Tetramer. Die 
verschiedenen Multimere können anhand ihres mittleren Diffusionskoeffizienten gut 
voneinander unterschieden werden (siehe Abbildung 5.14 E). 
 
Abbildung 5.15 zeigt die Mittelwerte der Diffusionskoeffizienten der schnellen 
Komponente bei festgelegten Triplett-Werten. Auch hier können die verschiedenen 
eGFP-Konstrukte anhand ihres mittleren Diffusionskoeffizienten voneinander getrennt 
werden. Im Vergleich zum Modell, bei dem die Parameter für den Triplett-Anteil frei 
gelassen werden, nehmen die Diffusionskoeffizienten hier allgemein ab: 42,8 ± 8,2 µm2/s 
für das Monomer, 26,2 ± 4,2 µm2/s für das Dimer, 19,9 ± 3,7 µm2/s für das Trimer und 
17,2 ± 3,2 µm2/s für das Tetramer. 
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Abbildung 5.14  Verteilung der Diffusions-
koeffizienten der schnellen Komponente der 
eGFP-Multimere 
Die berechneten Diffusionskoeffizienten sind 
samt Standardabweichung für das Monomer 
(A, rote Rechtecke), Dimer (B, grüne Kreise), 
Trimer (C, blaue Dreiecke) und Tetramer (D, 
hellblaue Dreiecke) gegen die Zelllinien 
aufgetragen. (E): Mittelwerte der Diffusions-
koeffizienten der schnellen Komponente aller 








Abbildung 5.15  Mittlere Diffusionskoeffizienten der 
verschiedenen eGFPn Konstrukte bei festgelegten 
Triplett-Werten 
Die Mittelwerte der Diffusionskoeffizienten der 
schnellen Komponente sind gegen dessen molare 
Masse aufgetragen, ohne zwischen den Zelllinien zu 
differenzieren. Der Fehlerbalken zeigt jeweils die 
Standardabweichung.  
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Abbildung 5.16  Statistische Verteilung der schnellen Diffusionskoeffizienten der 
eGFP-Multimere 
Die Verteilung des Monomers (A) ist sehr breit im Vergleich zu denen des Dimers (B), 
Trimers (C) und Tetramers (D).  
 
Abbildung 5.16 zeigt die Häufigkeitsverteilungen der Diffusionskoeffizienten der 
schnellen Komponente für das Monomer (A), das Dimer (B), das Trimer (C) und das 
Tetramer (D). Auch hier wurde zur objektiven Berechnung der Balkenbreite die Formel 
von Scott [119] verwendet (siehe Gleichung 5.1), die kleinste berechnete Balkenbreite 
wurde für alle vier Verteilungen verwendet. Die Verteilungen der Diffusionskoeffizienten 
sind für alle vier eGFP-Multimere ähnlich und zeigen keine Auffälligkeiten. Die 
Verteilung des Monomers scheint breiter zu sein, sie liegt aber, relativ zum Mittelwert der 
Diffusionskoeffizienten gesehen, im gleichen Bereich wie bei dem Dimer, Trimer und 
Tetramer. Eine Verschiebung der Verteilungen in Richtung langsamerer 
Diffusionskoeffizienten, mit steigenden Molmassen der eGFP-Multimere, ist deutlich zu 
erkennen. 
Von den Ergebnissen der Anpassung des Modells der freien Diffusion ausgehend, bei dem 
alle Parameter frei gelassen werden, können die Mittelwerte für den Triplett-Anteil und 
die Triplett-Zeit ausgerechnet werden. Tabelle 5.1 zeigt die Triplett-Werte, die zur 
Anpassung des Modells mit festgelegten Triplett-Parametern verwendet wurden. Auffällig 
ist, dass der Anteil des Tripletts mit zunehmender molarer Masse abnimmt, die Triplett-
Zeit dagegen zunimmt. Dies läßt auf eine Wechselwirkung zwischen den Untereinheiten 
eines Oligomers vermuten.  
 
 

























HEK293 0.34 0.019 0.27 0.027 0.20 0.057 0.15 0.084 
HeLa 0.34 0.021 0.28 0.020 0.26 0.035 0.20 0.027 
T98G 0.38 0.024 0.22 0.037 0.25 0.035 0.17 0.040 
TP366 0.38 0.022 0.29 0.025 0.15 0.045 0.14 0.078 
Mittelwert 0.36 0.022 0.26 0.027 0.22 0.043 0.16 0.057 
 
Tabelle 5.1  Mittlere Triplett-Werte in den Zellkernen lebender Zellen 
Die Werte sind der Anpassung an das Modell der freien Diffusion mit zwei fluoreszierenden und einer 
nicht-fluoreszierenden Komponente, bei dem alle Parameter außer die Fokus-Geometrie, frei 
gelassen worden sind, entnommen. 
 
Die Verteilungen der Diffusionskoeffizienten bei festgelegten Triplett-Parametern (siehe 
Abbildung 5.18) zeigen im Vergleich zu denen bei freien Triplett-Parametern eine engere 
Verteilung der Werte. Ähnlich wie in Abbildung 5.16 ist auch hier eine Abnahme der 
Breite der Verteilungen, sowie eine Verschiebung dieser in Richtung langsamerer 
Diffusionskoeffizienten mit zunehmender Molmasse, zu beobachten. 
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Abbildung 5.17  Statistische Verteilung der schnellen Diffusionskoeffizienten der 
eGFP-Multimere bei festgelegten Triplett-Werten 
Die Verteilung der Diffusionskoeffizienten des Monomers (A) ist sehr breit im Vergleich 
zu denen des Dimers (B), Trimers (C) und Tetramers (D).  
 
Die Mittelwerte der Diffusionskoeffizienten der langsamen Komponente der eGFP-
Multimere unterscheiden sich kaum voneinander (Abbildung 5.18). Dabei wird entweder 




die Diffusion dieser Multimere durch das Chromatinnetzwerk beeinträchtigt, oder etwas 
anderes verlangsamt deren Diffusion. Handelt es sich um das Chromatinnetzwerk, so 
sollte die Variation des Diffusionskoeffizienten der langsamen Komponente eine 







Abbildung 5.18  Mittlere Diffusionskoeffizienten 
der langsamen Komponente der eGFP-Multimere 
Die Diffusionskoeffizienten der langsamen 
Komponente zeigen untereinander fast keine Ab-
weichungen. 
 
Ein ähnliches Verhalten kann bei den Mittelwerten mit festgelegten Triplett-Werten 
beobachtet werden, jedoch mit einer allgemeinen Verminderung des Diffusions-







Abbildung 5.19  Mittlere Diffusionskoeffizienten 
der langsamen Komponente der eGFP-Multimere 
bei festgelegten Triplett-Werten 
Die Mittelwerte der langsamen Diffusions-
koeffizienten sind für alle vier eGFP-Konstrukte fast 
identisch und lassen sich nicht voneinander 
unterscheiden.  
 
Abbildung 5.20 zeigt die Häufigkeitsverteilung der Diffusionskoeffizienten der langsamen 
Komponente für das Monomer (A), das Dimer (B), das Trimer (C) und das Tetramer (D). 
Zur Berechnung der Balkenbreite ist es, aufgrund der sehr breiten Streuung der Werte, 
nicht möglich die Formel von Scott [119] direkt zu verwenden. Die Balkenbreite wurde 
anhand der Formel von Scott [119] (Gleichung 5.1) anstatt für den gesamten Bereich für 
den Bereich zwischen 0 µm2/s und 1 µm2/s für das Monomer berechnet, da über 90 % der 
Werte in diesem kleinen Bereich liegen. Da diese die kleinste berechnete Balkenbreite ist, 
wird sie für alle vier Verteilungen verwendet. Die Verteilungen der 
Diffusionskoeffizienten sind für alle vier eGFP-Multimere ähnlich und zeigen keine 
Auffälligkeiten. 
 




 A    B 
 
 C    D 
 
Abbildung 5.20  Statistische Verteilung der langsamen Diffusionskoeffizienten der eGFP-Multimere 
Die Verteilung der langsamen diffusiven Komponente für das Monomer (A), Dimer (B), Trimer (C), 
und Tetramer (D) sind ähnlich. 
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Abbildung 5.21  Statistische Verteilung der langsamen Diffusionskoeffizienten der eGFP-Multimere 
bei festgelegten Triplett-Werten 
(A): Monomer, (B): Dimer, (C): Trimer, (D): Tetramer. Die Verteilungen der langsamen diffusiven 
Komponente bei festgelegten Triplett-Parametern sind für alle vier eGFP-Konstrukte ähnlich. 




Wie auch bei der schnellen diffusiven Komponente bei festgelegten Triplett-Werten, 
verschiebt sich die Verteilung der langsamen diffusiven Komponente bei festgelegten 
Triplett-Parametern in Richtung langsamerer Diffusionskoeffizienten im Vergleich zu den 
Ergebnissen bei freien Triplett-Parametern. Die Profile der Verteilungen sind bei beiden 
Analysemethoden identisch, mit einer breiteren Streuung der Verteilungen bei 
zunehmender molarer Masse.  
 
5.4.2. Diffusion der schnellen Komponente und Einfluss der Chromatindichte 
 
Beim Auftragen der Diffusionskoeffizienten der schnellen Komponente gegen die 
Chromatindichte (Abbildung 5.22) zeigen sich deutlich die Unterschiede zwischen 
Monomer (rote Rechtecke), Dimer (grüne Kreise) und Trimer (blaue Dreiecke). Allerdings 
liegen die Diffusionskoeffizienten des Trimers (dunkelblaue Dreiecke) und Tetramers 





Abbildung 5.22  Schnelle Diffusionskoeffizienten aller eGFP-Multimere 
Die Diffusionskoeffizienten der Monomere (rote Rechtecke), Dimere (grüne Kreise), 
Trimere (dunkelblaue Dreiecke) und Tetramere (hellblaue Dreiecke) sind gegen die 
normalisierte Chromatindichte aufgetragen. 
 
Die Diffusionskoeffizienten der jeweiligen Konstrukte, wie in Abbildung 5.23 für die vier 
Oligomere in HEK293-Zelllen dargestellt, zeigen eine willkürliche Verteilung. In allen 
vier getesteten Zelllinien zeigen die schnellen diffusiven Komponenten der eGFP-Mono-, 
Di-, Tri- und Tetramere Veränderungen des Diffusionskoeffizienten, welche aber keine 




ersichtliche Korrelation zu der Intensität der Fluoreszenz der H2A-mRFP1 Histone, der 
Chromatindichte, aufweisen. Würde das Chromatinnetzwerk die Diffusion der eGFP-
Proteine beeinträchtigen, so würden die Diffusionskoeffizienten mit zunehmender 
Chromatindichte abnehmen, was hier jedoch nicht der Fall ist.  
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Abbildung 5.23  Schnelle diffusive Komponente der eGFP-Oligomere in HEK293-Zellen 
(A): Monomer, (B): Dimer, (C): Trimer, (D): Tetramer. Aufgetragen sind die errechneten 
schnellen Diffusionskoeffizienten der eGFP-Oligomere gegen die normalisierte Chromatin-
dichte. 
 
Abbildung 5.24 zeigt die berechneten schnellen Diffusionskoeffizienten bei festgesetzten 
Triplett-Werten bei der Analyse für alle vier untersuchte eGFP-Multimere in HEK293-
Zellen. Auch hier wird keine Abhängigkeit zwischen der normalisierten Chromatindichte 
und dem Diffusionskoeffizienten der schnellen Komponente ersichtlich. 
 
Die berechneten schnellen Diffusionskoeffizienten aller vier eingesetzten Oligomere in 
allen vier getesteten Zelllinien, mit freien sowie mit festgesetzten Triplett-Werten bei der 
Analyse, sind im Anhang in Abbildung A.4 bis Abbildung A.7 (Seite 180 bis 183), jeweils 
linke und rechte Spalte, dargestellt. 
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Abbildung 5.24  Schnelle diffusive Komponente der eGFP-Oligomere in HEK293-Zellen 
bei festgesetzten Triplett-Werten 
(A): Monomer, (B): Dimer, (C): Trimer, (D): Tetramer. Aufgetragen sind die errechneten 
schnellen Diffusionskoeffizienten der eGFP-Oligomere gegen die normalisierte Chromatin-
dichte. 
 
5.4.3. Diffusion der langsamen Komponente und Chromatindichte 
 
Des Weiteren wurde auf eine mögliche Korrelation zwischen dem Diffusionskoeffizienten 
der langsamen Komponente und der Chromatindichte hin getestet. 
 
Abbildung 5.25 und Abbildung 5.26 zeigen die langsame diffusive Komponente der vier 
eGFP-Multimeren in HeLa-Zellen, jeweils mit freien und festgesetzten Triplett-Werten 
bei der Analyse, aufgetragen gegen die Chromatindichte. Es geht daraus hervor, dass wie 
schon bei der schnellen diffusiven Komponente, trotz starker Variationen, keine 
Abhängigkeit zwischen dem Diffusionskoeffizienten der langsamen Komponente der 
eGFP-Oligomere und der Chromatindichte besteht. Dies gilt auch bei festgelegten 
Triplett-Werten. 
 
Die berechneten langsamen Diffusionskoeffizienten aller vier eingesetzten eGFP-
Oligomere in allen vier Zelllinien, mit freien sowie mit festgesetzten Triplett-Werten bei 
der Analyse, sind im Anhang in Abbildung A.8 bis Abbildung A.11 (Seite 184 bis 187), 
jeweils linke und rechte Spalte, dargestellt. 
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Abbildung 5.25  Langsame diffusive Komponente der eGFP-Oligomere in HeLa-Zellen 
(A): Mono-, (B): Di-, (C): Tri-, (D): Tetramer. Aufgetragen sind die langsamen Diffusions-
koeffizienten der eGFP-Multimere in HeLa-Zellen gegen die normalisierte Chromatindichte. 
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Abbildung 5.26  Langsame diffusive Komponente der eGFP-Multimere in HeLa-Zellen bei 
festgesetzten Triplett-Werten 
Aufgetragen sind die langsamen Diffusionskoeffizienten der eGFP-Mono- (A), -Di- (B), -Tri- (C) 
und -Tetramere (D) mit festgesetzeten Triplett-Werten gegen die normalisierte Chromatindichte. 




5.4.4. Anteil der Komponenten und Chromatindichte 
 
Auch der Anteil der schnellen Komponente bei der Diffusion der eGFP-Multimere wurde 
untersucht. Ist das Chromatin in der Lage die Diffusion der Proteine zu beeinflussen, so 
könnte man eventuel eine Zunahme des Anteils der langsamen Komponente erwarten. Da 
die Anteile der schnellen und der langsamen Komponente zusammen 100 % ergeben, 
wird nur der Anteil der schnellen Komponente dargestellt. 
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Abbildung 5.27  Anteil der schnellen Komponente bei der Diffusion der eGFP-Oligomere in 
T98G-Zellen 
(A): eGFP-Mono-, (B): eGFP-Di-, (C): eGFP-Tri-, (D): eGFP-Tetramer. Aufgetragen sind die 
Anteile der schnellen Diffusionskoeffizienten der eGFP-Multimere bei freien Triplett-Werten 
gegen die normalisierte Chromatindichte. 
 
Abbildung 5.27 und Abbildung 5.28 zeigen die Variationen des Anteils der schnellen 
Komponente für die eGFP-Oligomere in T98G-Zellen, bei freien und bei festgesetzten 
Triplett-Werten bei der Analyse. Der Anteil variiert in einem Bereich zwischen 70 % und 
100 %, zeigt aber keine Korrelation mit der Chromatindichte. Auch bei festgelegten 
Triplett-Parametern besteht bei allen eGFP-Oligomeren kein Zusammenhang zwischen 
der Chromatindichte und dem Anteil an schneller Komponente. Ein signifikanter 
Unterschied in dem Anteil der schnellen Komponente zwischen dem Wert bei freien und 
bei festgelegten Triplett-Werten kann anhand des Mittelwertes nicht festgestellt werden. 
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Abbildung 5.28  Anteil der schnellen Komponente bei der Diffusion der eGFP-Oligomere in 
T98G-Zellen 
(A): eGFP-Mono-, (B): eGFP-Di-, (C): eGFP-Tri-, (D): eGFP-Tetramer. Aufgetragen sind die 
Anteile der schnellen Diffusionskoeffizienten der eGFP-Multimere bei freien Triplett-Werten 
gegen die normalisierte Chromatindichte. 
 
Die berechneten Anteile der schnellen Diffusionskomponente aller vier eingesetzten 
eGFP-Oligomere in allen vier Zelllinien, mit freien sowie mit festgesetzten Triplett-
Werten bei der Analyse, sind im Anhang in Abbildung A.12 bis Abbildung A.15 (Seite 
188 bis 191), jeweils linke und rechte Spalte, dargestellt. 
 
5.4.5. Diffusives Verhalten der schnellen Komponente 
 
Die Veränderungen des Diffusionskoeffizienten relativ zur molaren Masse der eGFP-
Oligomere, wie in Abbildung 5.29 dargestellt, zeigen, dass die Abnahme des 
Diffusionskoeffizienten (blaue Kurve) stärker ausfällt als für frei diffundierende 
kugelförmige Partikel in Lösung (rote Kurve). 
 
Da das Volumen eines Partikels in direktem Zusammenhang zu seiner molaren Masse 
steht, ändert sich der Radius eines kugelförmigen Partikels mit der Kubikwurzel seiner 
molaren Masse. Daraus resultiert, dass der Diffusionskoeffizient eines kugelförmigen 
Partikels direkt von der inversen Kubikwurzel der molaren Masse abhängt (rote Kurve in 
Abbildung 5.29). Die angepasste Kurve des gemessenen Diffusionskoeffizienten (blaue 
Kurve in Abbildung 5.29) zeigt aber eine Potenz von -0,67. Daraus kann man schliessen, 




dass die Diffusion der eGFP-Oligomere behindert ist, aber, wie in den vorherigen 
Abschnitten gezeigt, nicht durch das Chromatinnetzwerk, oder, dass die eGFP-Multimere 







Abbildung 5.29  Abnahme des Diffusions-
koeffizienten im Zellkern 
Der gemessene Diffusionskoeffizient (schwarze 
Rechtecke) ist gegen die molare Masse 
aufgetragen. Die Abhnahme des Diffusions-
koeffizienten (schwarze Kurve) ist stärker als für frei 
diffundierende kugelförmige Partikel in Lösung (rote 
Kurve). 
 
5.5. Diffusives Verhalten der eGFP-Multimere in Lösung 
 
Um die eGFP-Multimere auf eine kugelform-ähnliche Diffusion zu überprüfen, wurde ihr 
diffusives Verhalten in wässriger Lösung untersucht. Die Messungen erfolgten bei 37°C, 
um einen direkten Vergleich mit den Ergebnissen der Diffusion im Zellkern von lebenden 
Zellen zu ermöglichen, und um thermisch induzierte Konformationsänderungen 
auszuschliessen. Da während den Messungen keine spontanen Anstiege oder signifikante 
Veränderungen der Fluoreszenzintensität auftauchten, kann man davon ausgehen, dass 
keine eGFP-Aggregate oder Kontaminanten in den homogenisierten und filtrierten 
Zelllysaten vorhanden waren.  
 
In Abbildung 5.30 sind die aus den Messungen berechneten Diffusionskoeffizienten 
(blaue Rechtecke und Kurve), wie auch die simulierten Werte für kugelförmige (rote 
Kreise und Kurve) und stäbchenförmige (grüne Dreiecke und Kurve) Proteine mit 
molaren Massen von 27, 54, 81 und 108 kDa dargestellt. Es zeigt sich, dass die gemessenen 
Diffusionskoeffizienten mit den errechneten Werten für stäbchenförmige Proteine 





Abbildung 5.30  Freie Diffusion der eGFP-
Oligomere in Lösung 
Die blauen Rechtecke und die Kurve verdeutlichen 
die gemessenen Diffusionskoeffizienten der 
verschiedenen Oligomere, die roten Kreise und 
Kurve die theoretischen Weten für globuläre 
Moleküle,  die grünen Dreiecke und Kurve die 
berechneten Werte für stäbchenförmige Moleküle, 
aufgetragen gegen die molare Masse der 
Oligomere.
 




Der Diffusionskoeffizient des eGFP-Monomers stimmt mit publizierten Werten überein, 
die durch Scanning Fluorescence Correlation Spectroscopy [106] oder Raster Image 
Correlation Spectroscopy [120-122] gemessen wurden, nachdem diese für eine 
Temperatur von 37°C korrigiert wurden. Die gemessenen Werte für das Monomer 
entsprechen ebenfalls den, durch FCS erhaltenen, Ergebnissen [123], nachdem diese für 
den falschen Diffusionskoeffizienten des Referenzstandards korrigiert wurden. Weiterhin 
bestätigen, durch FCS erhaltene, in [116] publizierte Werte, die gemessenen 
Diffusionskoeffizienten der verschiedenen eGFP-Oligomere, nachdem diese für den 
falschen, für das Rhodamin-6G verwendeten, Diffusionskoeffizienten korrigiert wurden. 
 
Wie gezeigt ist die Diffusion der eGFP-Oligomere in der wässrigen Lösung normal. Wäre 
die Diffusion in Zellkernen normal, so sollte die Abhängigkeit des Diffusionskoeffizienten 
von der molaren Masse , bis auf einen Vorfaktor, der Abhängigkeit in wässriger Lösung 
gleichen. Dies lässt sich begründen, weil nach der Stokes-Einstein-Gleichung (Gleichung 
2.5) der Diffusionskoeffizient nur von der Temperatur, der Viskosität des Mediums und 
dem hydrodynamischen Radius des Proteins als Faktoren abhängig ist, diese aber bis auf 
die Viskosität in Wasser und in Zellen gleich sind. 
Der Vorfaktor entspricht dem Verhältnis der Viskosität im Zellkern und der wässrigen 
Lösung. Aufgrund der Mittelung über eine hohe Anzahl an gemessenen Punkten, kann 
die Viskosität des Zellkerns für ein gegebenes Oligomer als konstant betrachtet werden. 
Weiterhin wurde gezeigt, dass die gemessenen Zählraten zwischen allen vier eGFP-
Oligomeren eine ähnliche Verteilung der Intensitäten haben (siehe Abbildung 5.13), was 
bedeutet, dass die Anzahl der eGFP-Untereinheiten zwischen den Experimenten konstant 
bleibt. Daraus kann man schließen, dass es keine, von der Konzentration der eGFP-
Untereinheiten induzierte, Viskositätsänderung im Zellkern zwischen den Messungen der 
vier eGFP-Konstrukte gibt. Die Viskosität im Zellkern kann also als konstant für alle 
Messungen betrachtet werden. Daraus folgt, dass der Vorfaktor zwischen den Messungen 
in Zellkernen und wässriger Lösung als konstant betrachtet werden kann. 
Normalisiert man den gemessenen Diffusionskoeffizienten des Monomers in wässriger 
Lösung entsprechend dem in Zellkernen gemessenen Diffusionskoeffizienten, und setzt 
man die errechnete Potenz von -0,47 für die Abnahme mit der Molarmasse, erhält man 
eine Kurve, wie sie in Abbildung 5.31 (grün) (grün) dargestellt ist. Die in Zellkernen 
gemessene Abnahme des Diffusionskoeffizienten (schwarze Kurve) ist jedoch steiler als 
die für freie Diffusion (grüne Kurve). Daraus kann man schlussfolgern, dass es sich bei der 
Diffusion der eGFP-Oligomere in Zellkernen nicht um normale, sondern um behinderte 
Diffusion handelt. Wie in Kapitel 5.4 gezeigt, wird diese Beeinträchtigung jedoch nicht 
von der Chromatindichte verursacht. 
 






Abbildung 5.31  Diffusionskoeffizient der eGFP-
Oligomere im Zellkern 
Die schwarzen Rechtecke und die schwarze Kurve 
stellen die im Nuklei lebender Zellen gemessenen 
Diffusionskoeffizienten der eGFP-Oligomere dar, 
die grüne Kurve die berechnete Abnahme der 
Diffusionskoeffizienten bei einer normalen Diffusion 
mit dem ermittelten Potenzwert für die eGFP-
Oligomere in Lösung, ausgehend von dem, für den 
eGFP-Monomer, gemessenen Diffusionskoeffizient. 
 
5.6. Räumlich aufgelöste FCS 
 
Das Kartieren des diffusiven Verhaltens kleiner Moleküle in lebenden Zellen oder 
Zellkernen wird durch ein gut charakterisiertes FFM-System ermöglicht. Möglichst viele 
FCS-Messungen werden verteilt über die gesamte Zelle oder den gesamten Zellkern 
aufgenommen, und der Diffusionskoeffizient für jeden einzelnen Punkt ermittelt 
Anschließend wird eine Karte der Diffusion erzeugt. 
 
Alle im Folgenden dargestellten Diffusionskarten sind durch Messungen bei 37 °C in einer 
kontrollierten Atmosphäre mit 5 % CO2, unter Verwendung eines Wasserimmersions-
objektivs mit einer numerischen Apertur von 1,2, entstanden. 
 
5.6.1. Zytoplasma und Zellkern 
 
Die Kartierung der Diffusion von freiem eGFP im Zytoplasma, sowie im Nukleoplasma 
von lebenden Interphasen-HeLa-Zellen, ermöglicht einen direkten Vergleich zwischen 
diesen beiden Bereichen. 
 
Abbildung 5.32 A stellt solch eine aus 50 Punkten (2 x 3 Sekunden Messzeit pro Punkt), 
verteilt im Zytoplasma und Zellkern der Zelle, entstandene Karte von einer HeLa-Zelle, 
die freies eGFP und H2A-mRFP1 exprimiert, dar. Die Karte weist Bereiche homogener 
Diffusionskoeffizienten sowohl im Zytoplasma als auch im Nukleoplasma, auf, sowie 
verschiedene Strukturen, wie schon zuvor durch time-correlated single-photon counting 
in [104] beschrieben. Man erkennt, dass die Diffusion der eGFP-Moleküle im Zytoplasma 
im Allgemeinen geringfügig schneller als im Zellkern ist (52,4 µm2/s gegenüber 46,7 µm2/s, 
dies entspricht einem Verhältnis von 1,12:1). Diese Ergebnisse stimmen mit den neuesten, 
durch FCS ermittelten, Werten für die Viskosität des Nukleoplasmas überein [124]. 
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Abbildung 5.32  Diffusionskarte einer HeLa-Zelle 
(A): eGFP (grün) und H2A-mRFP1 (rot) exprimierende HeLa-Zelle mit 50 Messpunkten 
(weisse Kreuze). Die Abbildung wurde durch Einfügen des Bildes des ausgeschnittenen 
Zellkernes (roter Kanal) im Bild der gesamten Zellen (grüner Kanal) unter Verwendung des 
Programms Photoshop CS2 (Adobe, San Jose, USA) erstellt. Die Abbildung der eGFP-
Monomere im Zellkern geht dadurch verloren. (B): Diffusionskarte der freien eGFP Proteine 
mit unterlegter Helligkeitskarte des Zytoplasmas und Zellkernes. Die Farben der vorderen 
Ebene kodieren die Diffusionskoeffizienten in µm
2
/s, die Graustufen der hinteren Ebene die 
eGFP- und H2A-mRFP1-Fluoreszenzintensität (Chromatindichte), respektiv im Zytoplasma 
und Zellkern. (C): Lokalisierung der Messpunkte mit einer (weisse Kreuze) und zwei (rote 
Kreuze im Zytoplasma, blaue Kreuze im Zellkern) diffusiven Komponenten bei der Anpassung 
des Modells der normalen Diffusion. Die Fluoreszenzintensität der eGFP-Fluorophore im 
Zytoplasma und der mRFP1-Fluorophore im Zellkern ist in falschen Farben dargestellt 
(respektiv von dunkelblau bis gelb und von dunkelrot bis gelb mit steigender 
Fluoreszenzintensität). Der Kontrast wurde linear mit dem Programm ImageJ [111] erhöht. 
(D): Lokalisierung der Messpunkte mit normaler (α ≥ 0,9) (weisse Kreuze) und anomaler 
(α < 0,9) Diffusion (rote Kreuze im Zytoplasma, blaue Kreuze im Zellkern) bei der Anpassung 
des Modells der anomalen Diffusion. Die Farbkodierung der Fluoreszenzintensitäten 
entspricht der von Abbildung (C). 
 
 




Abbildung 5.32 B kombiniert die Diffusionskarte der eGFP Moleküle (vordere Ebene, 
Farben) mit dem dazugehörigen konfokalen Bild der H2A-mRFP1-Fluoreszenz (hintere 
Ebene, Graustufen), wobei keine Korrelation zwischen der Chromatindichte und der 
Diffusion des eGFP-Monomers festgestellt werden kann.  
 
In Abbildung 5.32 C und D wurde die Helligkeit der eGFP-Fluorophore im Zytoplasma 
und der mRFP1-Fluorophore im Zellkern farbkodiert (respektiv von dunkelblau bis gelb 
und von dunkelrot bis gelb mit steigender Fluoreszenzintensität). Der Kontrast wurde mit 
dem Programm ImageJ [111] linear erhöht, um die Unterschiede in den lokalen 
Konzentrationen deutlicher zu machen.  
 
Abbildung 5.32 C zeigt die Verteilung der Messpunkte in der Zelle, die eine 1-
Komponente-Diffusion (weisse Kreuze) oder eine 2-Komponente-Diffusion (rote Kreuze 
im Zytoplasma, blaue Kreuze im Zellkern) vorweisen. Im Zytoplasma zeigen 14 von 30 
Punkten (47 %) und im Zellkern 11 von 20 Punkten (55 %) eine Diffusion mit einer 
fluoreszierenden Komponente. Es ist keine Korrelation zwischen den Messpunkten der 1-
Komponente-Diffusion und der lokalen eGFP-Konzentration im Zytoplasma, oder der 
Chromatindichte im Zellkern, ersichtlich. Da in diesem Fall bei dem verwendeten Modell 
eine 1-Komponente-Diffusion eine normale, unbehinderte Diffusion bedeutet, wurden die 
Autokorrelationskurven einem Modell der behinderten Diffusion (siehe Kapitel 1.6.3) 
angepasst. Dabei muss berücksichtigt werden, dass dieses Modell sehr instabil ist, und 
dadurch schnell zu falschen Ergebnissen führen kann.  
 
Abbildung 5.32 D stellt die Messpunkte dar, bei denen eine normale, unbehinderte 
Diffusion (α ≥ 0,9) (weisse Kreuze) und eine anomale, behinderte Diffusion (α < 0,9) (rote 
Kreuze im Zytoplasma, blaue Kreuze im Zellkern) vorzufinden ist. Die weissen Kreise 
weisen auf die Messpunkte hin, bei denen das Modell der behinderten Diffusion an seine 
Grenzen stößt, und keine zuverlässigen Werte mehr liefert. Dabei war die Größe der 
ermittelten schnellen Diffusionszeiten im Bereich der Triplett-Zeiten, welche dadurch 
nicht mehr zu ermitteln waren, oder die Triplett-Zeiten waren in der Größenordnung der 
Diffusionszeiten der eGFP-Oligomere, die entsprechend längere Diffusionszeiten zeigten. 
Alle 14 Punkte im Zytoplasma, die eine 1-Komponente-Diffusion bei dem Modell der 
normalen Diffusion zeigen, werden auch in dem Modell der anomalen Diffusion mit einer 
normalen Diffusion beschrieben. Im Zellkern hingegen zeigen 8 von 11 Punkten, die eine 
1-Komponente-Diffusion bei dem Modell der normalen Diffusion zeigen, eine normale 
Diffusion, wenn sie an das Modell der anomalen Diffusion angepasst werden. Der Anteil 
der Punkte, die eine normale Diffusion aufweisen, nimmt zu, wenn die 
Autokorrelationskurven an das Modell der anomalen Diffusion angepasst werden: so 
zeigen im Zytoplasma 23 von 30 Punkten (77 %) und im Zellkern 12 von 20 Punkten 
(60%) eine normale Diffusion (α ≥ 0,9) (weisse Kreuze in Abbildung 5.32 D). Auch hier 
kann keine Korrelation zwischen normaler Diffusion und Chromatindichte oder lokaler 
eGFP-Konzentration festgestellt werden. 
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Abbildung 5.33  Diffusionskarte einer HeLa-Zelle 
(A): eGFP (grün) und H2A-mRFP1 (rot) exprimierende HeLa-Zelle mit 158 Messpunkten 
(weisse Kreuze). Die Abbildung wurde durch Zusammenfügen der einzelnen Bilder von beiden 
Kanälen (der Zellkern wurde aus dem roten Kanal ausgeschnitten) mit dem Programm 
Photoshop CS2 (Adobe, San Jose, USA) erhalten. Die Abbildung der eGFP-Monomere im 
Zellkern geht dadurch verloren. (B): Diffusionskarte der freien eGFP Proteine mit unterlegter 
Helligkeitskarte des Zytoplasmas und Zellkernes. Die Farben der vorderen Ebene kodieren die 
Diffusionskoeffizienten in µm2/s, die Graustufen der hinteren Ebene die eGFP- und H2A-
mRFP1-Fluoreszenzintensität (Chromatindichte), respektiv im Zytoplasma und Zellkern. (C): 
Lokalisierung der Messpunkte mit einer (weisse Kreuze) und zwei (rote Kreuze im 
Zytoplasma, blaue Kreuze im Zellkern) diffusiven Komponenten bei der Anpassung des 
Modells der normalen Diffusion. Die Fluoreszenzintensität der eGFP-Fluorophore im 
Zytoplasma und der mRFP1-Fluorophore im Zellkern ist in falschen Farben dargestellt 
(respektiv von dunkelblau bis gelb und von dunkelrot bis gelb mit steigender 
Fluoreszenzintensität). Der Kontrast wurde linear mit dem Programm ImageJ [111] erhöht. 
(D): Lokalisierung der Messpunkte mit normaler (α ≥ 0,9) (weisse Kreuze) und anomaler 
(α < 0,9) Diffusion (rote Kreuze im Zytoplasma, blaue Kreuze im Zellkern) bei der Anpassung 
des Modells der anomalen Diffusion. Die Farbkodierung der Fluoreszenzintensitäten 
entspricht der von Abbildung (C). 
 
 




In Abbildung 5.33 wird ein weiteres Beispiel einer Diffusionskarte vorgestellt, bei der an 
158 Punkten, verteilt im Zytoplasma und Zellkern einer HeLa-Zelle (Abbildung 5.33 A, 
weisse Kreuze), die Autokorrelation von eGFP aufgenommen wurde. Abbildung 5.33 B 
zeigt die Diffusionskarte der eGFP Moleküle (vordere Ebene, die Farben entsprechen dem 
Diffusionskoeffizienten in µm2/s) mit dem dazugehörigen konfokalen Bild der H2A-
mRFP1-Fluoreszenz im Zellkern und der lokalen eGFP-Konzentration im Zytoplasma 
(hintere Ebene, Graustufen). Der Diffusionskoeffizient des eGFP-Proteins zeigt im 
Zellkern keine Abhängigkeit zu der Chromatindichte, und die Diffusionskoeffizienten 
sind im Durchschnitt im Zytoplasma geringfügig höher als im Zellkern (58,3 µm2/s gegen 
53,6 µm2/s), mit einem Verhältnis von 1,09:1. Auch hier gleichen die Ergebnisse den 
publizierten Werten [124] für das Verhältniss der Viskosität im Zyto- und Nukleoplasma. 
Bereiche homogener Diffusionskoeffizienten, die sich über mehrere Messpunkte 
erstrecken, sind auch in diesem Beispiel sowohl im Zytoplasma als auch im Zellkern zu 
beobachten. 
 
In Abbildung 5.33 C und D wurde die Helligkeit der eGFP- und mRFP1-Fluorophore 
farbkodiert (respektiv von dunkelblau bis gelb und von dunkelrot bis gelb mit steigender 
Fluoreszenzintensität), der Kontrast mit Hilfe des Programms ImageJ [111] linear erhöht, 
um die Unterschiede in den lokalen Konzentrationen deutlicher zu machen.  
 
Abbildung 5.33 C stellt die Verteilung der Messpunkte dar, die sich mit einer 1-
Komponente-Diffusion (weisse Kreuze) oder einer 2-Komponente-Diffusion (rote Kreuze 
im Zytoplasma, blaue Kreuze im Zellkern) an das Modell der normalen Diffusion anpassen 
lassen. Im Zytoplasma zeigen 41 von 104 Punkten (39 %) und im Zellkern 24 von 54 
Punkten (44 %) eine Diffusion mit einer fluoreszierenden Komponente, eine ähnliche 
Verteilung wie in Abbildung 5.32 C. Auch hier ist keine Korrelation zwischen den 
Messpunkten der 1-Komponente-Diffusion und der lokalen eGFP-Konzentration im 
Zytoplasma oder der Chromatindichte im Zellkern zu beobachten. Bei der Anpassung des 
Modells der anomalen Diffusion werden im Zytoplasma 29 von 41 Punkten, die eine 1-
Komponente Diffusion in dem Modell der normalen Diffusion zeigen, mit einer normalen 
Diffusion (α ≥ 0,9) beschrieben, im Zellkern sind es 18 von 24 Punkten. Im Zytoplasma, 
sowie im Zellkern, kommen 16 "neue" Punkte hinzu, welche die Gesamtzahl respektiv auf 
45 von 104 (43 %) und 34 von 54 (63 %) Punkten, die eine normale Diffusion (α ≥ 0,9) 
zeigen, erhöht. Das Modell der anomalen Diffusion liefert bei 19 Punkten (18 %) im 
Zytoplasma und bei 9 Punkten (17 %) im Zellkern keine brauchbaren Ergebnisse mehr. 
Hier sind deutlich die Grenzen des Modells der anomalen Diffusion für Daten aus 
lebenden Zellen zu erkennen. Die Tatsache, ob ein Punkt eine normale oder eine anomale 
Diffusion aufweist, korreliert auch hier nicht mit der Chromatindichte im Zellkern oder 









5.6.2. Kartierung des Zellkerns 
 
Da der Schwerpunkt dieser Arbeit bei der Diffusion von Molekülen im Zellkern von 
lebenden Interphase-Zellen liegt, wurde versucht diese Diffusion zu kartieren. Die 
maximale Anzahl an Messpunkten bei der verwendeten Technik liegt bei ungefähr 50 
Punkten pro Zellkern. Bei einer größeren Anzahl an Punkten bewegen sich die Zellen 
während der Messung, was eine exakte Kartierung der Diffusion nicht mehr zulässt.  
 
Abbildung 5.34 A zeigt das Beispiel einer Diffusionskarte von dem Zellkern einer HeLa-
Zelle mit 48 Messpunkten (Abbildung 5.34 A), welche einer Gesamtmesszeit von 288 s 
entsprechen. Abbildung 5.34 B zeigt, dass auch hier keine Korrelation zwischen den 
Diffusionszeiten (Farben im Vordergrund) und der lokalen Chromatindichte (Graufstufen 
im Hintergrund) vorhanden ist. Auffällig ist, dass es im Zellkern Bereiche (oben und auf 
halber Höhe links) gibt, die langsamere Diffusionskoeffizienten als den Nukleolus 
(dunkler Punkt oben links) besitzen. Keiner dieser Bereiche zeigt aber eine erhöhte 
Chromatindichte, was darauf schliessen lässt, dass zumindest an diesen Stellen das 
Chromatinnetzwerk keinen Einfluss auf die Diffusion kleiner Moleküle (27 kDa) hat.  
 
In Abbildung 5.34 C und D wurde der Kontrast der mRFP1-Fluoreszenz mit Hilfe des 
Programms ImageJ [111] linear erhöht und in falschen Farben (von dunkelrot bis gelb mit 
zunehmender Fluoreszenzintensität) wiedergegeben, um die lokalen Unterschiede zu 
verdeutlichen. Wie schon in den vorhergehenden Karten, zeigen auch hier die 
gemessenen Bereiche entweder eine 1-Komponente- (Abbildung 5.34 C, weisse Kreuze, 
27 %) oder eine 2-Komponente-Diffusion (Abbildung 5.34 C, blaue Kreuze, 73 %) ohne 
mit der Chromatindichte zu korrelieren.  
Werden die Messdaten an das Modell der anomalen Diffusion angepasst, so befinden sich 
die Proportionen der normalen und der anomalen Diffusion respektiv bei 41,7 % (weisse 
Kreuze, Abbildung 5.34 D) und 58,3 % (blaue Kreuze, Abbildung 5.34 D), und zeigen eine 
unterschiedliche räumliche Verteilung zu dem Modell der normalen Multikomponente-
Diffusion, auch hier ohne Abhängigkeit von der Chromatindichte. 
 
Abbildung 5.35 zeigt ein weiteres Beispiel einer nuklearen Diffusionskarte mit 50 
gemessenen Punkten (Abbildung 5.35 A, weisse Kreuze, Kontrast linear erhöht mit dem 
Programm ImageJ [111]) in einer HeLa-Zelle. Wie schon zuvor beobachtet, besteht auch 
hier keine Korrelation zwischen den Diffusionskoeffizienten und der lokalen 
Chromatindichte (Abbildung 5.35 B, die Farben in der vorderen Ebene kodieren die 
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Abbildung 5.34  Beispiel einer Diffusionskarte mit 48 Messpunkten im Zellkern 
(A): eGFP (grün) und H2A-mRFP1 (rot) exprimierende HeLa-Zelle, dargestellt mit 48 
Messpunkten (weisse Kreuze) im Zellkern. Die Abbildung wurde durch Einfügen des 
ausgeschnittenen Zellkernes (roter Kanal) im Bild der eGFP-Fluoreszenz (grüner Kanal) unter 
Verwendung des Programms Photoshop CS2 (Adobe, San Jose, USA) erhalten. Die 
Abbildung der eGFP-Fluoreszenz im Zellkern geht dadurch verloren. (B): Diffusionskarte der 
freien eGFP Proteine mit unterlegter Helligskeitskarte des Zellkernes, wobei die Farben die 
Diffusionskoeffizienten in µm
2
/s kodieren, die Graustufen im Zellkern die Chromatindichte aus 
der H2A-mRFP1-Fluoreszenzintensität. (C): Lokalisierung der Messpunkte mit einer (weisse 
Kreuze) und zwei (blaue Kreuze) diffusiven Komponenten bei der Anpassung des Modells der 
normalen Diffusion. Die Chromatindichte aus der Fluoreszenzintensität der mRFP1-
Fluorophore ist in falschen Farben (von dunkelrot bis gelb mit zunehmender Fluoreszenz-
intensität) wiedergegeben. Der Kontrast wurde linear mit dem Programm ImageJ [111] erhöht. 
(D): Lokalisierung der Messpunkte mit normaler (α ≥ 0,9) (weisse Kreuze) und anomaler 
(α < 0,9) Diffusion (blaue Kreuze) bei der Anpassung des Modells der anomalen Diffusion. Die 
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Abbildung 5.35  Diffusionskarte im Zellkern einer HeLa-Zelle 
(A): Kombiniertes Bild der eGFP- (grün) und H2A-mRFP1-Fluoreszenz (rot) mit linear 
erhöhtem Kontrast (ImageJ [111]) einer HeLa-Zelle mit 50 Messpunkten (weisse Kreuze) im 
Zellkern. Die Abbildung entstand durch Zusammenfügen des ausgeschnittenen Bildes des 
Zellkernes (roter Kanal) mit dem Bild der eGFP-Fluoreszenz (grüner Kanal) mit dem 
Programm Photoshop CS2 (Adobe, San Jose, USA). Dadurch geht die Abbildung der eGFP-
Fluoreszenz im Zellkern verloren. (B): Diffusionskarte der freien eGFP-Proteine (die Farben 
kodieren die Diffusionskoeffizienten in µm
2
/s) mit unterlegter Helligkeitskarte des Zellkernes 
(die Graustufen im Zellkern stellen die Chromatindichte aus der H2A-mRFP1-
Fluoreszenzintensität dar). (C): Lokalisierung der Messpunkte mit einer (weisse Kreuze) und 
zwei (blaue Kreuze) diffusiven Komponenten bei der Anpassung des Modells der normalen 
Diffusion. Die Chromatindichte aus der Fluoreszenzintensität der mRFP1-Fluorophore ist in 
falschen Farben (von dunkelrot bis gelb mit zunehmender Fluoreszenzintensität) 
wiedergegeben. Der Kontrast wurde linear mit dem Programm ImageJ [111] erhöht. (D): 
Lokalisierung der Messpunkte mit normaler (α ≥ 0,9) (weisse Kreuze) und anomaler (α < 0,9) 
Diffusion (blaue Kreuze) bei der Anpassung des Modells der anomalen Diffusion. Die 








Die mRFP1-Fluoreszenz in Abbildung 5.35 C und D wurde mit dem Programm ImageJ 
[111] linear erhöht und in falschen Farben (von dunkelrot bis gelb mit zunehmender 
Fluoreszenzintensität) abgebildet, um die Unterschiede der lokalen Chromatindichte zu 
betonen. Bei der Anpassung des Modells der normalen Diffusion zeigen 38 Punkte (76 %) 
eine 1-Komponente-Diffusion und 12 Punkte (24 %) eine 2-Komponente-Diffusion, 
unabhängig von der lokalen Chromatindichte (Abbildung 5.35 C, weisse und blaue Kreuze 
respektiv).  
Werden die gemessen Daten an das Modell der anomalen Diffusion angepasst, so zeigen 
30 Punkte (60 %) eine normale (α ≥ 0,9) und 20 Punkte (40 %) eine behinderte (α < 0,9) 
Diffusion (Abbildung 5.35 D, respektiv weisse und blaue Kreuze), auch hier ohne 
ersichtliche Korrelation mit der lokalen Chromatindichte. Die Lokalisierung der Punkte, 
die eine 1-Komponente- und eine normale Diffusion aufweisen, weicht auch hier je nach 
verwendetem Modell ab, wobei das Modell der anomalen Diffusion bei mindestens 6 
Punkten (12 %) an seine Grenzen stößt und unzuverlässige Werte liefert (Abbildung 5.35 
D, weiss umkreiste Punkte). 
 
5.6.3. Detaillierte Kartierung von Bereichen des Zellkerns 
 
Da eine Zelle nur eine bestimmte Anzahl an Messpunkten ertragen kann bevor sie 
anfängt sich zu bewegen oder Schaden davon zu tragen, besteht die einzige Möglichkeit, 
die räumliche Auflösung der Karten zu erhöhen darin, nur bestimmte Bereiche des 
Zellkerns zu kartieren.  
Die so entstandenen Diffusionskarten zeigen ein deutlich feineres aufgelöstes diffusives 
Verhalten der eGFP-Moleküle gegenüber den Karten des gesamten Zellkernes. 
 
Abbildung 5.36 zeigt das Beispiel einer solchen Karte in einer HeLa-Zelle mit 25 
Messpunkten (Abbildung 5.36 A, weisse Kreuze), verteilt auf einer Fläche von 14 µm2, 
dies entspricht einer Dichte von 1,8 Punkten / µm2, oder 375 Punkten auf die Fläche des 
Zellkernes umgerechnet. In Abbildung 5.36 B sieht man die detaillierte Diffusionskarte 
(die Farben entsprechen den Diffusionskoeffizienten in µm2/s) des 5 x 2,8 µm Bereiches 
mit unterlegter Chromatindichte (Graustufen), mit 2 mal vergrößertem Ausschnitt. Die 
Diffusionskoeffizienten stehen in keinem Zusammenhang mit der lokalen Chromatin-
dichte, und vergleichbare schnelle Diffusionskoeffizienten können sowohl an Orten 
geringer als auch hoher Chromatindichte beobachtet werden. Durch diese fein aufgelöste 
Karte wird deutlich, dass die Bereiche homogener Diffusion viel kleiner sind als anhand 








 A   B   
 
 C   D   
 
Abbildung 5.36  Hochaufgelöste Teilkartierung der Diffusion im Zellkern einer HeLa-Zelle 
(A): Kombiniertes Bild der eGFP- (grün) und H2A-mRFP1-Fluoreszenz (rot) mit linear 
erhöhtem Kontrast (ImageJ [111]) einer HeLa-Zelle mit 25 Messpunkten (weisse Kreuze). Das 
ausgeschnittene Bild des Zellkernes (roter Kanal) wurde in das Bild der eGFP-Fluoreszenz 
(grüner Kanal) mit dem Programm Photoshop CS2 (Adobe, San Jose, USA) eingefügt. 
Dadurch geht die Abbildung der eGFP-Fluoreszenz im Zellkern verloren. (B): Diffusionskarte 
der freien eGFP-Proteine mit unterlegter Chromatindichte im Zellkern. Die Farben der 
vorderen Ebene kodieren die Diffusionskoeffizienten in µm
2
/s, die Graustufen der hinteren 
Ebene die H2A-mRFP1-Fluoreszenzintensität (Chromatindichte), deren Kontrast mit dem 
Programm ImageJ [111] linear erhöht wurde. (C): Lokalisierung der Messpunkte mit einer 
(weisse Kreuze) und zwei (blaue Kreuze) diffusiven Komponenten bei der Anpassung des 
Modells der normalen Diffusion. Im kartierten Bereich ist die Fluoreszenzintensität der 
mRFP1-Fluorophore in falschen Farben (von dunkelrot bis gelb mit zunehmender 
Fluoreszenzintensität) wiedergegeben. Der Kontrast wurde linear im Programm ImageJ [111] 
erhöht. (D): Lokalisierung der Messpunkte mit normaler (α ≥ 0,9) (weisse Kreuze) und 
anomaler (α < 0,9) Diffusion (blaue Kreuze) bei der Anpassung des Modells der anomalen 
Diffusion. Die weissen Kreise verdeutlichen die problematischen Punkte bei der Anpassung 
des Modells. Die Farbkodierung der Fluoreszenzintensitäten entspricht der von Abbildung (C). 
Der Ausschnitt wurde 2 mal vergrössert. 
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Abbildung 5.37  Detaillierte Kartierung eines Nukleolusbereiches im Zellkern einer HeLa-
Zelle 
(A): Kombiniertes Bild mit linear erhöhtem Kontrast (ImageJ [111]) der eGFP- (grün) und H2A-
mRFP1-Fluoreszenz (rot) mit 19 Messpunkten (weisse Kreuze), von denen sich 5 im 
Nukleolus befinden. Das ausgeschnittene Bild des Zellkernes (roter Kanal) wurde in das Bild 
der eGFP-Fluoreszenz (grüner Kanal) mit dem Programm Photoshop CS2 (Adobe, San Jose, 
USA) eingefügt. Dadurch geht die Abbildung der eGFP-Fluoreszenz im Zellkern verloren. (B): 
Diffusionskarte der freien eGFP Proteine mit unterlegter Chromatindichte im Zellkern. Die 
Farben der vorderen Ebene kodieren die Diffusionskoeffizienten in µm
2
/s, die Graustufen der 
hinteren Ebene die Chromatindichte aus der H2A-mRFP1-Fluoreszenzintensität, deren 
Kontrast mit dem Programm ImageJ [111] linear erhöht wurde. (C): Lokalisierung der 
Messpunkte mit einer (weisse Kreuze) und zwei (blaue Kreuze) diffusiven Komponenten bei 
der Anpassung des Modells der normalen Diffusion. Im kartierten Bereich ist die 
Fluoreszenzintensität der mRFP1-Fluorophore in falschen Farben (von dunkelrot bis gelb mit 
zunehmender Fluoreszenzintensität) wiedergegeben und der Kontrast wurde linear mit dem 
Programm ImageJ [111] erhöht. (D): Lokalisierung der Messpunkten mit normaler (α ≥ 0,9) 
(weisse Kreuze) und anomaler (α < 0,9) Diffusion (blaue Kreuze) bei der Anpassung des 
Modells der anomalen Diffusion. Die weissen Kreise stellen die Punkte, bei denen das Modell 
an seinen Grenzen stößt, dar. Die Farbkodierung der Fluoreszenzintensitäten entspricht der 
von Abbildung (C). Der Ausschnitt wurde 1,6 mal vergrössert. 
 
 




Um Unterschiede zu verdeutlichen, wurde mit dem Programm ImageJ [111] in Abbildung 
5.36 C und D die Chromatindichte in falschen Farben wiedergegeben (von dunkelrot bis 
gelb mit steigender Fluoreszenzintensität) und der Kontrast linear erhöht. Bei der 
Anpassung des Modells der normalen Diffusion (Abbildung 5.36 C) besteht keine 
ersichtliche Korrelation zwischen der Chromatindichte und der Anzahl der diffusiven 
Komponenten (weisse Kreuze: eine Komponente, blaue Kreuze: zwei Komponenten), oder 
dem Behinderungsfaktor bei dem Modell der anomalen Diffusion (Abbildung 5.36 D, 
weisse Kreuze: α ≥ 0,9 (normale Diffusion), blaue Kreuze: α < 0,9 (anomale Diffusion)). 
Die in den vorherigen Beispielen beobachteten Unterschiede zwischen beiden Modellen 
bei den Punkten, die eine 1-Komponente- (52 %) oder eine normale Diffusion (32 %) 
zeigen, können auch in diesem Beispiel festgestellt werden. Die Grenzen des Modells der 
anomalen Diffusion werden bei 3 Punkten (12 %) erreicht (Abbildung 5.36 D, weiss 
umkreiste Kreuze). 
 
Abbildung 5.37 zeigt ein repräsentatives Beispiel für die Kartierung der Diffusion im 
Bereich eines Nukleolus, der in Abbildung 5.37 A deutlich zwischen den Messpunkten 
(weisse Kreuze) zu erkennen ist. Zwischen dem Inneren des Nukleolus und dem 
angrenzenden Bereich zeigen sich signifikante Unterschiede in den Diffusions-
koeffizienten (Abbildung 5.37 B, die Farben entsprechen den Diffusionskoeffizienten in 
µm2/s, der Ausschnitt ist 1,6 mal vergrößert). Weiterhin kann keine Korrelation zwischen 
der Anzahl der diffusiven Komponenten bei der Anpassung des Modells der normalen 
Diffusion (Abbildung 5.37 C, weisse Kreuze: 1-Komponente-Diffusion (21 %), blaue 
Kreuze: 2-Komponente-Diffusion (79 %)) und der Chromatindichte festgestellt werden.  
Zu demselben Ergebniss kommt man bei der Anpassung des Modells der behinderten 
Diffusion. Abbildung 5.37 C zeigt die Punkte mit normaler (α ≥ 0,9, weisse Kreuze, 53 %) 
und anomaler (α < 0,9, blaue Kreuze, 47 %) Diffusion.  
Bei dem Vergleich der Ergebnisse beider Modelle ist auch hier eine große Divergenz 
zwischen den Punkten mit einer 1-Komponente-Diffusion und denen mit einer normalen 





Die, im Rahmen dieser Arbeit, in Zellen beobachtete grüne Fluoreszenz stammt allein von 
intakten eGFP-Konstrukten, wie in [88] angegeben und hier mit Hilfe von native 
Fluoreszenz-Gelen und Immunoblotting gezeigt. Weiterhin kann die Autofluoreszenz der 
Zellen im grünen als auch im roten Kanal, aufgrund ihres minimalen Beitrages, 
vernachlässigt werden, wie anhand von Beispielen nicht transfizierter Zellen 
demonstriert. In ähnlicher Weise stellt das Übersprechen der grünen eGFP-Fluoreszenz 
im roten Detektionskanal, sowie der roten mRFP1-Fluoreszenz im grünen Kanal kein 






Die beobachtete Anwesenheit der eGFP-Multimere in dem Zellkern und die Tatsache, 
dass selbst homomultimerische Formen von eGFP in den Zellkern hineindiffundieren 
können, wenn auch mit einer, mit steigender Multimer-Größe, reduzierten Effizienz, 
stimmt mit vorherigen Berichten [88,118] überein. Das Durchdringen der eGFP-
Tetramere in den Zellkern hinein, wie in [88] mit fluorescent confocal microscopy 
beschrieben, konnte durch die große Anzahl an Messungen und Bildern, die die von den 
eGFP-Tetrameren stammende Fluoreszenz in Zellkernen zeigen, bestätigt werden. Dieses 
steht allerdings im Widerspruch zu den durch konfokale Laserscanningmikroskopie 
erhaltenen Ergebnisse in [118]. 
 
Durch die Messung der Diffusion der eGFP-Oligomere in Lösung, konnten 
Schlussfolgerungen zu ihrer Struktur gezogen werden. Neben anderen Hypothesen wurde 
in [88] eine stabförmige Struktur der Oligomere vorgschlagen, um ihre Fähigkeit trotz 
ihrer Größe und der 50 kDa Schwelle der Kernporen in den Zellkern einzudringen, zu 
erklären. Durch den Vergleich der Ergebnisse der Messungen der eGFP-Oligomere in 
Lösung und der, mit Hilfe der Aminosäure-Sequenzen der eGFP-Konstrukte, berechneten 
theoretischen Diffusionskoeffizienten von zwei einfachen, möglichen strukturellen 
Konformationen der eGFP-Oligomeren, konnte gezeigt werden, dass das diffusive 
Verhalten der eGFP-Multimere am besten durch eine stabförmige Struktur beschrieben 
wird. Dadurch konnte die in [88] erstellte Hypothese bestätigt werden. 
 
Anhand der Messungen der eGFP-Oligomere an Einzelpunkten in den Nuklei lebender 
Zellen, die sich in der Interphase befinden, konnte gezeigt werden, dass die Chromatin-
dichte keinen Einfluss auf die Mobilität kleiner Moleküle, in einer Größenordnung von 
27 bis 108 kDa hat, und, dass für solche kleine Proteine der gesamte intranukleare Raum 
frei zugänglich ist, mit Ausnahme der Nukleoli. Dies zeigt deutlich, dass das Chromatin, 
selbst in seiner kompaktesten Konformation, nicht dicht genug ist, um Proteine kleiner als 
108 kDa signifikant abzusondern, oder ihre Diffusion zu behindern. Diese stimmt mit den 
durch single molecule tracking mit high-speed fluorescence microscopy erhaltenen 
Ergebnissen [117] überein. 
 
Die Festellung der Unabhängigkeit der Mobilität kleiner Molekülen von der 
Chromatindichte wird durch die Diffusionskarten in Zellkernen unterstützt, bei denen 
ebenfalls keine Korrelation zwischen der Chromatindichte und den Diffusions-
koeffizienten zu beobachten ist. Die ermittelten Werte des schnellen Diffusions-
koeffizienten sind zwischen beiden Messmethoden vergleichbar. 
Der einzige Unterschied liegt bei den langsamen diffusiven Komponenten bei der 
Anpassung des Modells der multikomponenten normalen Diffusion. Bei den 
Einzelmessungen (6 x 10 Sekunden) zeigt jeder Punkt eine zusätzliche langsame 
Komponente. Dies ist bei den Messungen der Diffusionskarten (2 x 3 Sekunden), bei 
welchen 48 % der Daten mit nur einer diffusiven Komponente angepasst werden können, 
nicht der Fall. Bei letzterer Messmethode sind die Diffusionszeiten der langsamen 
Komponente geringfügig kürzer als bei den Einzelmessungen (respektiv 22,7 ms und 




39,8 ms, 34,9 ms, wenn nur die Einzelmessungen in HeLa-Zellkernen berücksichtigt 
werden). Abbildung 5.38 stellt die Häufigkeitsverteilungen der Diffusionszeiten der 
langsamen Komponente des eGFP-Monomers bei Einzelmessungen mit einer Messzeit 
von 6 x 10 Sekunden pro Punkt (Abbildung 5.38 A) dar, bei der Kartierung von HeLa-
Zellkernen mit einer Messzeit von 2 x 3 Sekunden pro Punkt (Abbildung 5.38 B) sowie 
bei Einzelmessungen in HeLa-Zellkernen mit einer Messzeit von 6 x 10 Sekunden pro 
Punkt (Abbildung 5.38 C). Die Balkenbreite wurde anhand der Formel von Scott [119] 
(Gleichung 5.1) für den Bereich zwischen 0 ms und 100 ms berechnet, da bei den 
Messungen mit 2 x 3 Sekunden über 90 % der Werte in diesem Bereich liegen. Die in der 
Formel benutzte Standardabweichung über den gesamten Bereich der gemessenen 
Diffusionszeiten würde eine zu große Balkenbreite ergeben. Die kleinste berechnete 
Balkenbreite für die drei Messsätze wird für alle drei Verteilungen verwendet, um einen 






Abbildung 5.38  Statistische Verteilung der 
langsamen Diffusionszeiten des eGFP-Monomers 
Die Abbildung zeigt den Vergleich zwischen den 
Häufigkeitsverteilungen der langsamen 
Diffusionszeit des eGFP-Monomers bei den 
Einzelmessungen (6 x 10 Sekunden) für alle 
Zelllinien (A), bei der Kartierung von HeLa-Zellen 
(2 x 3 Sekunden) (B) sowie bei den 
Einzelmessungen (6 x 10 Sekunden) in HeLa-





Es zeigt sich, dass bei den kurzen Messzeiten von 2 x 3 Sekunden die Verteilung sich in 
Richtung kleinere Diffusionszeiten verschiebt, unabhängig davon, ob die längeren 
Messzeiten nur in HeLa-Zellen oder in allen vier verwendeten Zelllinien ermittelt 
wurden. Somit stellt sich die Frage, ob es sich bei dieser Verschiebung und dem 
Verschwinden der langsamen Komponente um ein durch die kürzeren Messzeiten 
hervorgerufenes Artefakt handelt. Um eine Diffusionszeit zuverlässig auflösen zu können, 
muss diese mehrmals während einer Messung detektiert werden können. Durch 
praktische Erfahrung hat sich herausgestellt, dass die größte noch zuverlässig auflösbare 
Diffusionszeit ungefähr 1000 mal kleiner als die Länge des Laufes ist, was bei 3 Sekunden 





gemittelt wird, verbessert sich die Auflösung geringfügig, bleibt aber unter 10 ms. In 
diesem Bereich ist auch die größte Dichte an Diffusionszeiten zu finden (siehe Abbildung 
5.38 B).  
 
Diese praktische Einschränkung der zuverlässig auflösbaren Diffussionszeiten erklärt aber 
nicht die Abwesenheit einer langsamen Komponente bei 48 % der Messpunkte, mit einer 
Messzeit von 2 x 3 Sekunden in Zellkernen lebender Zellen. Abbildung 5.39 A zeigt die 
Verteilung der diffusiven Komponenten der Messdaten, die an eine 1-Komponente-
Diffusion angepasst wurden, und Abbildung 5.39 B die Verteilung der schnellen 
Komponente der Messdaten, die an eine 2-Komponente-Diffusion angepasst wurden. Die 
Verteilung der 1-Komponente-Diffusion zeigt eine leichte Verschiebung in Richtung 
langsamere Diffusionskoeffizienten. Dies könnte auf ein Artefakt bei der Anpassung des 
Modells zurückzuführen sein, da durch die kurze Messzeit von 2 x 3 Sekunden das Modell 
nicht mehr in der Lage ist die langsame Komponente aufzulösen und beide diffusive 
Komponenten in einer einzigen Diffusionszeit ineinander übergehen. Aufgrund der 
limitierten Probengröße von insgesamt 142 Messpunkten könnte die Verschiebung auch 
auf einer statistischen Anomalie beruhen und somit nicht aussagekräftig sein. 
 
 A   B 
 
Abbildung 5.39  Verteilung der Diffusionskoeffizienten der schnellen Komponente 
(A): Verteilung der schnellen Diffusionskoeffizienten von den Punkten, die eine 1-
Komponente-Diffusion zeigen. Die Probengröße beträgt 68 Messpunkte. (B): Verteilung 
der schnellen Diffusionskoeffizienten von den Punkten, die eine 2-Komponenten-
Diffusion zeigen. Die Probengröße beträgt 74 Messpunkte. Die Balkenbreite beträgt 
15 µm
2
/s in (A) und (B). 
 
Bei einer Auswertung der Einzelmessungen der eGFP-Monomere in Nuklei lebender 
Zellen mit einer Messzeit von 6 x 10 Sekunden, und dem Modell der normalen Diffusion 
kann bei keinem Punkt eine 1-Komponente-Diffusion angepasst werden. Durch die 
längeren Läufe und ihre höhere Anzahl erhält man eine bessere Statistik der 
aufgenommenen Fluoreszenzfluktuationen, was sich in eine bessere Anpassung des 
Modells, sowie längere auflösbare Diffusionszeiten überträgt. Dies spricht dafür, dass es 
sich bei der beobachteten 1-Komponente-Diffusion bei der Kartierung um ein 
Messartefakt infolge der kurzen Messzeiten handelt. 
Jedoch muss berücksichtigt werden, dass es sich bei dem Zellkern um eine dynamische 
Struktur handelt, die sich reorganisiert und, dass lebende Zellen sich bewegen, wenn auch 




nur geringfügig. Genau das könnte bei Messungen mit 6 x 10 Sekunden zum Problem 
werden: durch die lange Messzeit pro Punkt können auch eventuelle Bewegungen der 
Zelle oder des Zellkernes erfasst, und bei der Anpassung des Modells aufgelöst werden. 
Mit kürzeren Messzeiten von 2 x 3 Sekunden ist die Wahrscheinlichkeit, solche 
langsamen Transitionen zu beobachten, viel geringer. Dies spricht dafür, dass die 
Abwesenheit von Messpunkten mit einer 1-Komponente-Diffusion bei den 
Einzelmessungen auf ein Messartefakt, infolge der langen Messzeiten, zurückzuführen ist. 
 
Es wurde zudem gezeigt, dass in Zellkernen die Abhängigkeit des Diffusionskoeffizienten 
zur molaren Masse größer ist, als für die freie Diffusion von stabförmigen Proteinen 
erwartet. Dies impliziert eine Behinderung des freien diffusiven Verhaltens entweder 
durch ein Netzwerk mit Maschen in der Größenordnung der diffundierenden Proteine, 
oder ein transientes Binden an nukleare Strukturen. In jedem Fall müssen andere 
nukleare Strukturen als das Chromatinnetzwerk die Diffusion der eGFP-Oligomere 
beeinflussen, da keine Korrelation zwischen der Chromatindichte und dem diffusiven 
Verhalten gezeigt werden konnte. Sollte dennoch eine Abhängigkeit zu dem 
Chromatinnetzwerk bestehen, dann äußern sich ihre Auswirkungen auf einer 
Größenskala kleiner als das Auflösevermögen der verwendeten FFM-Technik, welche 
lateral 250 nm und vertikal 1500 nm beträgt.  
 
Kartierungen der Diffusion mit höheren Auflösungen, oder andere mikroskopische 
Techniken mit besserer Auflösung, wie zum Beispiel Stimulated Emission Depletion 
(STED) oder 4Pi-Mikroskopie, könnten helfen die Frage der behinderten Diffusion in 
Nuklei lebender Zellen zu beantworten. Auch könnten detaillierte Untersuchungen der 
Diffusion in der Nähe anderer nuklearer Strukturen, wie die Kernlamina oder das 

































19 Zoll Chassisplatte 210 mm Schroff 
19 Zoll Einschub 4 HE, 280 mm Schroff 
19 Zoll Frontgriffe 4 HE Schroff 
Abdeckblech unbelüftet 280 mm (2x) Schroff 
Digitalmultimeter für Schalttafelaufbau DPM 951 BL (2x) 
mit Messbereichadapter 0-200 V DC (2x) 
Trumeter 
Trumeter 
EMV Lüftergitter (2x) Divers 
Ferritringe Divers 
Gerätestecker, 6 A, einpolig abgesichert Divers 
Lüfter 12 V brushless, 80 mm Divers 
Lüfter Panaflo FBA08A24M1A, 24 V, 80 mm, 32,1 CFM Panasonic 




PC-Netzteil 350 W Divers 
Schaltnetzteil DRP-480-1 Lambda Coutant  
Schraubklemmleiste 8-polig, 36 A Divers 
Verschiedene Aderendhülsen Divers 
Verschiedene Kabel Divers 
Verschiedene Schrauben (Edelstahl) Divers 
Verschiedene Schrumpfschläuche Divers 
Verschiedene Unterlegscheiben (Edelstahl) Divers 
Wippschalter, beleuchtet, grün Divers 
 












Beschreibung:   Hersteller: 
19 Zoll Chassisplatte 270 mm (2x) Schroff 
19 Zoll Einschub 3 HE, 340 mm Schroff 
19 Zoll Frontgriffe 3 HE Schroff 
Abdeckblech unbelüftet 340 mm (2x) Schroff 
BNC-Buchse, gerade RS 
Drucktaster 2-polig, 6 A Knitter-Switch 
Ferritringe Divers 
LED, blau, 5 mm, für Tafelmontage Divers 
LED, grün, 5 mm, für Tafelmontage Divers 
Lüfter Panaflo FBA08A24M1A, 24 V, 80 mm, 32,1 CFM Panasonic 
M12 × 1 Rundsteckverbinder, Stecker abgewinkelt, 4-polig Escha Anschlusstechnik 
M12 × 1 Rundsteckverbinder, Flanschstecker, 4-polig Escha Anschlusstechnik 
MiniSAX-Karte (2x) GSI Lumonics 
SC2000 Scanner-Controller-Karte GSI Lumonics 
Schraubklemmenanschlussblock CB-68LPR National Instruments 
Schraubklemmleiste 8-polig, 36 A Divers 
Strangkühlkörper SK 100, 100 × 66 × 40 mm  Fisher 
Strangkühlkörper SK 88, 50 × 100 × 50 mm (2x) Fisher 
Verschiedene Aderendhülsen Divers 
Verschiedene Kabel Divers 
Verschiedene Schrauben (Edelstahl) Divers 
Verschiedene Schrumpfschläuche Divers 
Verschiedene Unterlegscheiben (Edelstahl) Divers 
Verzögerungsrelais H3RN2 24VDC Omron 
Widerstand 2000 Ω Neohm 
Widerstand 270 Ω Neohm 
Widerstand 8000 Ω Neohm 
 










Abbildung A.1  Frontplatte des Netzeilgehäuses 
Die Zeichnung zeigt die Positionen aller Öffnungen 
und Bohrlöcher an der Frontplatte des Netzteil-
gehäuses (Maßstab 1:3) 
 








Abbildung A.2  Rückplatte des Netzteilgehäuses 
Die Zeichnung zeigt die Positionen aller Öffnungen und Bohrlöcher 












Abbildung A.3  Frontplatte des Scanner-Controllers 
Die Zeichnung zeigt die Positionen aller Öffnungen und 








 Freie Triplett-Werte Festgelegte Triplett-Werte 
 
     A  
 
     B 
 
     C 
 
     D 
 
Abbildung A.4  Schneller Diffusionskoeffizient des eGFP-Monomers im Zellkern 
(A): HEK293-Zellen, (B): HeLa-Zellen, (C): T98G-Zellen, (D): TP366-Zellen. Aufgetragen 
sind die errechneten schnellen Diffusionskoeffizienten des eGFP-Monomers gegen die 
normalisierte Chromatindichte mit freien Triplett-Werten bei der Analyse (linke Spalte) 
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Abbildung A.5  Schneller Diffusionskoeffizient des eGFP-Dimers im Zellkern 
(A): HEK293-Zellen, (B): HeLa-Zellen, (C): T98G-Zellen, (D): TP366-Zellen. Aufgetragen 
sind die errechneten schnellen Diffusionskoeffizienten des eGFP-Dimers gegen die 
normalisierte Chromatindichte mit freien Triplett-Werten bei der Analyse (linke Spalte) 
sowie mit festgelegten Triplett-Werten (rechte Spalte). 
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Abbildung A.6  Schneller Diffusionskoeffizient des eGFP-Trimers im Zellkern 
(A): HEK293-Zellen, (B): HeLa-Zellen, (C): T98G-Zellen, (D): TP366-Zellen. Aufgetragen sind 
die errechneten schnellen Diffusionskoeffizienten des eGFP-Trimers gegen die normalisierte 
Chromatindichte mit freien Triplett-Werten bei der Analyse (linke Spalte) sowie mit 
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Abbildung A.7  Schneller Diffusionskoeffizient des eGFP-Tetramers im Zellkern 
(A): HEK293-Zellen, (B): HeLa-Zellen, (C): T98G-Zellen, (D): TP366-Zellen. Aufgetragen 
sind die errechneten schnellen Diffusionskoeffizienten des eGFP-Tetramers gegen die 
normalisierte Chromatindichte mit freien Triplett-Werten bei der Analyse (linke Spalte) 
sowie mit festgelegten Triplett-Werten (rechte Spalte). 
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Abbildung A.8  Diffusionskoeffizient der langsamen Komponente des eGFP-Monomers 
(A): HEK293-Zellen, (B): HeLa-Zellen, (C): T98G-Zellen, (D): TP366-Zellen. Aufgetragen sind 
die errechneten langsamen Diffusionskoeffizienten des eGFP-Monomers gegen die 
normalisierte Chromatindichte mit freien Triplett-Werten bei der Analyse (linke Spalte) sowie 
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Abbildung A.9  Diffusionskoeffizient der langsamen Komponente des eGFP-Dimers 
(A): HEK293-Zellen, (B): HeLa-Zellen, (C): T98G-Zellen, (D): TP366-Zellen. Aufgetragen sind 
die errechneten langsamen Diffusionskoeffizienten des eGFP-Dimers gegen die normalisierte 
Chromatindichte mit freien Triplett-Werten bei der Analyse (linke Spalte) sowie mit 
festgelegten Triplett-Werten (rechte Spalte). 
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Abbildung A.10  Diffusionskoeffizient der langsamen Komponente des eGFP-Trimers 
(A): HEK293-Zellen, (B): HeLa-Zellen, (C): T98G-Zellen, (D): TP366-Zellen. Aufgetragen sind 
die errechneten langsamen Diffusionskoeffizienten des eGFP-Trimers gegen die 
normalisierte Chromatindichte mit freien Triplett-Werten bei der Analyse (linke Spalte) sowie 
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Abbildung A.11  Diffusionskoeffizient der langsamen Komponete des eGFP-Tetramers 
(A): HEK293-Zellen, (B): HeLa-Zellen, (C): T98G-Zellen, (D): TP366-Zellen. Aufgetragen sind 
die errechneten langsamen Diffusionskoeffizienten des eGFP-Tetramers gegen die 
normalisierte Chromatindichte mit freien Triplett-Werten bei der Analyse (linke Spalte) sowie 
mit festgelegten Triplett-Werten (rechte Spalte). 
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Abbildung A.12  Anteil der schnellen Komponente bei der Diffusion des eGFP-Monomers 
(A): HEK293-Zellen, (B): HeLa-Zellen, (C): T98G-Zellen, (D): TP366-Zellen. Aufgetragen ist 
der Anteil der schnellen Komponente bei der Diffusion des eGFP-Monomers gegen die 
normalisierte Chromatindichte mit freien Triplett-Werten bei der Analyse (linke Spalte) sowie 
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Abbildung A.13  Anteil der schnellen Komponente bei der Diffusion des eGFP-Dimers 
(A): HEK293-Zellen, (B): HeLa-Zellen, (C): T98G-Zellen, (D): TP366-Zellen. Aufgetragen ist 
der Anteil der schnellen Komponente bei der Diffusion des eGFP-Dimers gegen die 
normalisierte Chromatindichte mit freien Triplett-Werten bei der Analyse (linke Spalte) sowie 
mit festgelegten Triplett-Werten (rechte Spalte). 
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Abbildung A.14  Anteil der schnellen Komponente bei der Diffusion des eGFP-Trimers 
(A): HEK293-Zellen, (B): HeLa-Zellen, (C): T98G-Zellen, (D): TP366-Zellen. Aufgetragen ist 
der Anteil der schnellen Komponente bei der Diffusion des eGFP-Trimers gegen die 
normalisierte Chromatindichte mit freien Triplett-Werten bei der Analyse (linke Spalte) sowie 
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Abbildung A.15  Anteil der schnellen Komponente bei der Diffusion des eGFP-Tetramers 
(A): HEK293-Zellen, (B): HeLa-Zellen, (C): T98G-Zellen, (D): TP366-Zellen. Aufgetragen ist 
der Anteil der schnellen Komponente bei der Diffusion des eGFP-Tetramers gegen die 
normalisierte Chromatindichte mit freien Triplett-Werten bei der Analyse (linke Spalte) sowie 
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